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A-EJ: unión alternativa de extremos (del inglés, Alternative End-Joining)




BER: reparación por escisión de bases (del inglés, Base Excision Repair)
bp: par de bases (del inglés, base pair)
BSA: seroalbúmina bovina (del inglés, Bovine Serum Albumin)
C-terminal: carboxilo terminal
CamR: resistencia a cloranfenicol
CMP: citidina-5´-trifosfato










DNA: ácido desoxirribonucleico (del inglés, DeoxyriboNucleic Acid)
dNMP: 2´-desoxinucleósido-5´-monofosfato
dNTP: 2´-desoxinucleósido-5´-trifosfato
ds: banda doble (del inglés, double-stranded)
DSB: rotura de doble cadena (del inglés, Double-Strand Break)
EDTA: ácido etilendiaminotetraacético (del inglés, EthyleneDiamineTetraacetic Acid)
EMSA: ensayo de retraso en gel (del inglés, Electrophoretic Mobility Shift Assay)
EndoIII: endonucleasa III
ErmR: resistencia a eritromicina





hAPE1: AP-endonucleasa 1 humana
HEPES: ácido 4-[(2-hidroxietil)-1-piperacinil]-etanosulfónico




mer: número de nucleótidos de un oligómero
MMEJ: unión de extremos mediada por microhomologías (del inglés, Microhomology-Mediated End 
Joining)
MMR: reparación de desapareamientos (del inglés, Mismatch Repair)
N-terminal: amino terminal
NAD+: nicotinamida adenina dinucleótido
NB: del inglés, Nutrient Broth
NeoR: resistencia a neomicina
NER: reparación por escisión de nucleótido (del inglés, Nucleotide Excision Repair)









PCR: reacción en cadena de la polimerasa (del inglés, Polymerase Chain Reaction)
PEI: polietilenimina




R: reverso (del inglés, reverse)
RNA: ácido ribonucleico (del inglés, RiboNucleic Acid)
ROS: especies reactivas de oxígeno (del inglés, Reactive Oxygen Species)
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SAP: dominio de unión a DNA (SAF-A/B, Acinus, PIAS)
SASP: proteínas ácidas pequeñas y solubles de la espora (del inglés, Small Acid-soluble Spore Proteins)
SDS: dodecilsulfato sódico (del inglés, Sodium Dodecyl Sulfate)
ss: banda simple (del inglés, single-stranded)
SSB: rotura de cadena sencilla (del inglés, Single-Strand Break)
TdT: desoxinucleotidil transferasa terminal
Tgly: 5,6-dihidro-5,6-dihidroxi-2´-desoxitimidina
THF: tetrahidrofurano
TLS: síntesis a través de lesión (del inglés, TransLesion Synthesis)
Tris: trihidroximetil aminometano
tRNA: ácido ribonucleico de transferencia (del inglés, transfer RiboNucleic Acid)
UDG: uracil DNA glicosilasa
UFC: unidades formadoras de colonias
UHV: tratamiento a desecación por ultravacío (del inglés, UltraHigh Vaccum)
UMP: uridina-5´-monofosfato
UTP: uridina-5´-trifosfato
vWA: dominio de interacción proteína-proteína (von Willebrand A)
wt: tipo natural o silvestre, sin modificación genética (del inglés, wild-type)
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En la medida de lo posible se ha evitado el uso de anglicismos. En los casos que se describen a 
continuación se ha conservado la nomenclatura inglesa, bien por no existir una correspondencia apropiada 
en castellano, bien por su uso generalizado en el lenguaje científico. 
Backup: término utilizado para designar un mecanismo de recambio de una determinada actividad de 
reparación de DNA.
Cluster: Agrupación.
Downstream: fragmento o secuencia de DNA situado “hacia abajo” con respecto a un punto de referencia.
Flap: extremo de cadena sencilla en el DNA que se genera por desapareamiento de las cadenas.
Gap: secuencia de DNA de cadena simple de longitud variable que está flanqueada por zonas de DNA de 
doble cadena.
Hairpin: término utilizado para designar la formación de un bucle intramolecular en un DNA.
Nick: rotura del enlace fosfodiéster de una de las cadenas del DNA.
Pellet: material insoluble precipitado.
Primer: Molécula de DNA, RNA o proteína que se requiere para iniciar la síntesis de DNA. 
Supershift: término que hace referencia a un incremento adicional en el peso molecular aparente resultan-
te de la interacción de una proteína con un complejo DNA-proteína previamente formado.
Tag: término que hace referencia a una extensión de aminoácidos que se fusiona a uno de los extremos de 
una proteína.
Upstream: fragmento o secuencia de DNA situado “hacia arriba” con respecto a un punto de referencia.




Bacillus subtilis en una bacteria Gram-positiva formadora de esporas provista del sistema de repa-
ración de roturas de las dos cadenas del DNA mediante la Unión de Extremos No Homólogos (NHEJ). Este 
sistema está constituido por la proteína de unión a DNA Ku (BsuKu) que se une a las roturas y recluta a la 
Ligasa D dependiente de ATP (BsuLigD) que posteriormente cataliza el relleno de los pequeños gaps que 
pudieran surgir durante el alineamiento de los extremos y el sellado de los nicks resultantes, contribuyendo 
a la estabilidad genómica durante la fase estacionaria y la germinación de las esporas. 
Hasta el momento, las únicas funciones descritas para la proteína Ku procariota eran la unión a los 
extremos del DNA procedentes de roturas y el reclutamiento de la LigD para su posterior procesamiento 
y reparación. En esta Tesis Doctoral, se ha identificado la presencia de una actividad AP/5´-dRP liasa en 
BsuKu, capaz de reconocer y procesar sitios abásicos (AP) tanto en ssDNA, dsDNAs con extremos 5´-pro-
tuberantes y romos, así como en moléculas de DNA sin extremos. Esta nueva actividad de BsuKu, en coor-
dinación con las actividades de polimerización y ligasa de BsuLigD, hacen posible la unión eficiente de frag-
mentos de DNA portadores de sitios AP próximos a extremos 5´-protuberantes. Además, hemos demostrado 
la presencia de la actividad AP-liasa también en la proteína Ku de la bacteria Gram-negativa Pseudomonas 
aeruginosa, hecho que nos permite expandir nuestros resultados a otras proteínas Ku bacterianas.
Por otra parte, hemos identificado la presencia de una actividad dRP-liasa localizada en el dominio 
ligasa N-terminal de la proteína BsuLigD. Esta actividad, junto con las de polimerización y ligación, permite 
la reparación eficiente de un DNA portador de un sitio AP en una reacción reconstituida in vitro de Repara-
ción por Escisión de Bases (BER). El requerimiento de los pasos de polimerización, eliminación del grupo 
5´-dRP y ligación final, junto con el hecho de que BsuLigD y Nfo (la AP-endonucleasa de la espora), con-
fieren a las esporas resistencia a la desecación, sugiere que BsuLigD podría estar participando activamente 
en una potencial vía BER en la espora. Hemos demostrado que la actividad dRP-liasa no es específica de 
BsuLigD, sino que se encuentra también en la de P. aeruginosa, permitiéndonos extrapolar nuestras obser-
vaciones al resto de LigDs bacterianas.
Asimismo, se ha determinado que BsuLigD tiene una actividad AP-liasa clásica en sustratos de 
DNA con extremos 5´-recesivos. Esta actividad requiere la presencia de metal, así como la unión (aunque no 
la incorporación) en el centro activo de polimerización del nucleótido correcto que habría de reemplazar el 
sitio AP tras su eliminación, sugiriendo la necesidad de la formación de un complejo preternario estable para 
que se lleve a cabo el procesamiento del sitio AP a la espera de la posterior reacción de ligación a un primer. 
Por último, se ha mostrado la capacidad de BsuLigD de incorporar ribonucleótidos frente a lesiones 
en el molde de moléculas de DNA, tales como 8-oxodG, timidin-glicol y 5-hidroxi desoxicitidina, y la pos-
terior ligación del producto elongado a un extremo 5´-P. Estos resultados podrían implicar a esta proteína 
no solo en las rutas NHEJ y BER, sino también en la ruta de tolerancia al daño en el DNA conocida como 




Bacillus subtilis is a Gram-positive sporulating bacterium endowed with a double-strand break Non-
Homologous End-Joining (NHEJ) repair system. This system is constituted by the DNA-binding protein Ku 
(BsuKu) that binds to the broken ends and recruits the ATP-dependent DNA ligase D (BsuLigD) that further 
catalyses both, filling of the short gaps that could arise after synapsis, and ligation of the resulting nicks, 
contributing to genome stability during the stationary phase and the spore germination. 
So far, the only described functions for the prokaryotic Ku were binding to the broken ends of DNA 
and recruitment of LigD. In this Thesis, we have identified the presence of an AP/5´-dRP lyase activity in 
BsuKu. This protein can recognize and process AP sites present in ssDNA, in both, 5´-protruding and blunt 
ends, as well as in DNA molecules without ends. This newly identified activity in BsuKu, in coordination 
with BsuLigD’s polymerization and ligation activities, makes possible the efficient joining of 5´-protruding 
DNA ends with near terminal AP sites. We have shown that the homolog protein from the distantly related 
Gram-negative bacterium Pseudomonas aeruginosa also exhibits this activity, a fact that allows us to infer 
its general presence in the bacterial Ku proteins. 
Additionally, we have identified the presence of a 5´-dRP-lyase activity located at the N-terminal 
ligase domain of BsuLigD. This activity, along with its polymerization and ligation activities, allows ef-
ficient repairing of AP-containing DNA in an in vitro reconstituted Base Excision Repair (BER) reaction. 
The requirement of a polymerization, a 5´-dRP removal and a final sealing step in BER, together with the 
joint participation of BsuLigD with the spore specific AP-endonuclease Nfo in conferring spore resistance 
to desiccation, suggests that BsuLigD could actively participate in this pathway. We have demonstrated that 
this 5´-dRP-lyase is also present in P. aeruginosa LigD, allowing us to expand our results to other bacterial 
LigDs. 
Likewise, we have determined that BsuLigD has a classical AP-lyase activity that acts on 5´-reces-
sive DNA ends. In this case the cleavage at the AP site requires the presence of metal ions, as well as the 
binding of the correct nucleotide that would replace the AP site at the polymerization active site, a fact that 
suggests the formation of a stable preternary complex required to process the AP site before the subsequent 
ligation to an incoming primer strand. 
Finally, it is shown the ability of BsuLigD to incorporate ribonucleotides opposite lesions in the 
template strand, such as 8-oxodG, thymidine-glycol and 5-hydroxy deoxycytidine, ligating the extended 
product to a 5´-P end. These results could involve BsuLigD not only in NHEJ and BER, but also in the DNA 






El DNA es la molécula que sostiene la vida. La mayoría de los organismos vivos almacenan 
su información genética en esta molécula, de manera que su correcta replicación y mantenimiento 
son cruciales para garantizar la integridad genómica, la supervivencia celular y la transmisión fiel 
del material genético a la siguiente generación. Sin embargo, el DNA está expuesto continuamente a 
múltiples agentes genotóxicos que pueden alterar su estructura química, amenazando la homeostasis 
celular.
En eucariotas superiores los fallos en la reparación del DNA pueden ocasionar numerosas 
enfermedades e incluso la muerte celular (Friedberg et al., 2006). En humanos se ha asociado la 
inestabilidad genética al envejecimiento prematuro, a la predisposición a diversos tipos de cáncer y a 
enfermedades hereditarias (Aguilera y Gómez-González, 2008). En procariotas los daños en el DNA y 
la acumulación de mutaciones pueden afectar a la viabilidad celular, si bien es cierto que la mutagénesis 
puede conferir una ventaja selectiva a la bacteria que le permita adaptarse a los cambios del ambiente 
(Zinser y Kolter, 1999).
1. Daños en el DNA y vías de reparación
Los agentes que amenazan la integridad genómica proceden de tres orígenes diferentes. En 
primer lugar, las reacciones espontáneas intrínsecas a la propia naturaleza del DNA, en su mayoría de 
hidrólisis, generan lesiones en esta molécula. Por otra parte, el metabolismo celular provoca la aparición 
de especies reactivas de oxígeno (Reactive Oxygen Species, ROS), de nitrógeno y de carbonilo, agentes 
alquilantes endógenos y productos de la peroxidación de lípidos. Por último, distintos agentes exógenos, 
tanto físicos como químicos, pueden asimismo dañar el DNA (Lindahl, 1993; De Bont y van Larebeke, 
2004; Hoeijmakers, 2009).
Debido a que la cantidad y diversidad de las lesiones que pueden dañar el DNA es enorme 
(figura 1) [en mamíferos se ha estimado que el genoma de cada célula puede sufrir entre 104 y 105 
lesiones al día (Friedberg et al., 2006; Swenberg et al., 2011)] no existe un proceso único que pueda 
reparar todos los tipos de daño, sino que existen diferentes rutas especializadas en reconocer y 
reparar tipos de lesiones específicas y que han debido surgir muy temprano en la evolución. Este 
hecho explicaría por qué la mayoría de esas rutas de reparación se encuentran conservadas desde 
procariotas hasta eucariotas superiores (Hoeijmakers et al., 2001) y gracias a ello, el estudio de estas 
vías de reparación en bacterias ha permitido comprender numerosos procesos del mantenimiento 
de la integridad del genoma en organismos complejos [revisado en (Lenhart et al., 2012)]. La 
modificación de bases nitrogenadas, los sitios apurínicos/apirimidínicos (sitios AP) y las roturas de 
cadena sencilla (Single-Strand Breaks, SSBs), son reparadas por la ruta de reparación por escisión 
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de bases (Base Excision Repair, BER). Cuando se trata de daños voluminosos como los dímeros 
de pirimidina ciclobutano (Cyclobutane Pyrimidine Dimer, CPD) y los fotoproductos, entra en juego 
la vía de reparación por escisión de nucleótidos (Nucleotide Excision Repair, NER). Por su parte, 
los entrecruzamientos intercatenarios son reparados por recombinación homóloga (Homologous 
Recombination, HR), y las roturas de doble cadena (Double-Strand Breaks, DSBs) se reparan por 
HR o mediante la unión de extremos no-homólogos (Non-Homologous End Joining, NHEJ). Los 
desapareamientos se reparan por la vía de reparación de desapareamientos (Mismatch Repair, MMR) 
[revisado en (Hoeijmakers, 2001; Helleday et al., 2008)]. Por último, los organismos han desarrollado 
un mecanismo, conocido como síntesis a través de tesión (Translesion Synthesis, TLS), mediante el cual 
una DNA polimerasa especializada es capaz de introducir un nucleótido frente a una lesión que no haya 
podido ser reparada, evitando de ese modo que esta bloquee los procesos de transcripción y replicación, 
y permitiendo que el daño sea tolerado [revisado en (Sale et al., 2012)]. A continuación se explican más 
en detalle la BER, la reparación de DSBs y la vía de tolerancia al daño TLS.































Bloqueo de la horquilla 
de replicación 
Figura 1. Agentes genotóxicos, daños en el DNA y vías de reparación o tolerancia del daño  
[adaptado de (Genois et al., 2014)].
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2. Reparación por escisión de bases (BER)
Las ROS, los agentes alquilantes y los rayos X, entre otros agentes genotóxicos, ocasionan 
lesiones no voluminosas en el DNA que no distorsionan la estructura de la doble hélice, tales como los 
sitios AP, las bases oxidadas, desaminadas o alquiladas, o las SSBs, que son reparadas por la ruta BER 
[revisado en (Krwawicz et al., 2007)]. En la reparación de este tipo de lesiones, intervienen una extensa 
variedad de enzimas, que están conservadas en procariotas y eucariotas. 
El proceso general comienza cuando una DNA-glicosilasa reconoce la lesión e hidroliza 
el enlace N-glicosídico entre la base dañada y la desoxirribosa, aunque este enlace también puede 
sufrir una hidrólisis espontánea (McCullough et al., 1999), generándose en ambos casos un sitio AP. 
Las DNA-glicosilasas se clasifican según su mecanismo de reacción y pueden ser monofuncionales o 
bifuncionales. Las DNA-glicosilasas monofuncionales eliminan la base dañada mediante la hidrólisis 
del enlace N-glicosídico generando un sitio AP (figura 2, a). Las DNA-glicosilasas bifuncionales por 
su parte, además de poseer actividad glicosilasa, son capaces de romper el enlace fosfodiéster del DNA 
en posición 3´ del sitio AP (actividad AP-liasa), reacción que llevan a cabo mediante un mecanismo de 
β-eliminación (figura 2, b, c). Esta reacción es independiente de metal y genera un extremo 5´-fosfato 
(5´-P) y un aldehído fosfo-α,β insaturado en 3´ (3´-PUA). Por su parte, las enzimas con actividad 
AP-liasa pueden actuar sobre sitios AP generados por DNA-glicosilasas monofuncionales (figura 2, 
c), llevando a cabo una reacción de β-eliminación o de β,δ-eliminación, tal y como se explicará más 
adelante [revisado en (Fromme y Verdine, 2004; Khodyreva y Lavrik, 2011)]. Tras la acción de las 
DNA glicosilasas, otras actividades enzimáticas procesarán los distintos extremos generados. Las AP-
endonucleasas hidrolizan el enlace fosfodiéster en posición 5´ al sitio AP. Pueden actuar sobre un sitio 
AP generado por una DNA-glicosilasa monofuncional, produciendo extremos 3´-hidroxilo (3´-OH) y 
5´-desoxirribosa fosfato (5´-dRP) (figura 2, d). Si actúan sobre un sitio AP previamente digerido por 
una DNA-glicosilasa bifuncional, dan lugar a extremos 3´-OH y 5´-P (figura 2, e). Asimismo, las AP-
endonucleasas suelen poseer otras actividades adicionales, tales como 3´-fosfatasa, 3´-fosfodiesterasa o 
exonucleasa 3´-5´, que permiten el procesamiento posterior de los extremos. El grupo 5´-dRP ha de ser 
eliminado por una 5´-dRP liasa, que lo escinde generando un extremo 5´-P (figura 2, f). Una vez que 
los extremos han sido saneados intervienen enzimas accesorias para reparar completamente la lesión. 
En este sentido se han descrito dos subrutas de BER: de trecho corto y de trecho largo [revisado en 
(Dogliotti et al., 2001; Almeida y Sobol, 2007)]. Por un lado, la BER de trecho corto requiere de una 
DNA polimerasa que rellene un gap de uno o unos pocos nucleótidos, generando un nick que es sellado 
por una DNA ligasa. Por su parte, en la BER de trecho largo intervienen una DNA polimerasa que 
una vez rellenado el gap continúa la síntesis de DNA desplazando entre cinco y diez nucleótidos de la 
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cadena downstream así como una flap-endonucleasa que elimina el DNA desplazado, y una DNA ligasa 



















a  b  
c  d  
e  f  
g  
Figura 2. Ruta de BER. La ruta comienza con la acción de DNA glicosilasas que detectan y escinden una lesión 
en el DNA (en azul). Las DNA glicosilasas monofuncionales eliminan la base y generan un sitio AP (a). Las DNA-
glicosilasas bifuncionales (b, c) tienen actividad AP-liasa. Las AP-endonucleasas pueden actuar sobre sitios AP 
generados por DNA-glicosilasas monofuncionales (d) o bifuncionales (e). En el primer caso generan extremos 
5´-dRP que son posteriormente procesados por una actividad 5´-dRP liasa (f). Una vez que los extremos han sido 
“saneados”, se requieren enzimas adicionales: polimerasa y ligasa en la BER de trecho corto, o polimerasa, flap-
endonucleasa y ligasa en la BER de trecho largo [modificado de (Dalhus et al., 2009)].
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En Escherichia coli la principal polimerasa de BER es la Pol I [revisado en (Baute y Depicker, 
2008)]. En eucariotas, la Pol β, perteneciente a la familia X, es fundamental en la ruta BER de trecho 
corto (Sobol et al., 1996; Beard y Wilson, 2006). Sin embargo, también se ha descrito la participación 
en esta ruta de otra polimerasa de la misma familia, la Pol λ (Garcı́a-Dı́az et al., 2001), de manera que 
podría compensar la ausencia de Pol β en determinadas circunstancias (Braithwaite et al., 2005).
En estudios previos se ha mostrado cómo algunas polimerasas eucariotas (tales como las Pol 
β, ι, λ, θ y Rev1) son capaces de escindir el grupo 5´-dRP generado por las AP-endonucleasas en las 
etapas tempranas del BER, puesto que poseen una actividad 5´-dRP liasa intrínseca, aunque es la Pol 
β la que opera principalmente en el procesamiento del 5´-dRP en la ruta eucariota (Matsumoto y Kim, 
1995; Bebenek et al., 2001; Garcı́a-Dı́az et al., 2001; Prasad et al., 2009, 2016). 
3. Reparación de roturas de doble cadena (DSBs)
Las DSBs son las lesiones más letales que puede sufrir el DNA: una única DSB es suficiente 
para provocar la muerte de la célula (Jackson y Bartek, 2010). Si su reparación es deficiente puede 
ocasionar reordenamientos cromosómicos, aneuploidías e incluso carcinogénesis y muerte celular en 
células de mamíferos (Pitcher et al., 2007a). Ocurren con una frecuencia aproximada de diez por célula 
y día y son generadas por factores endógenos, como las ROS, o exógenos, como la radiación ionizante 
(Lieber, 2010).
Cuando las DSBs acontecen en el genoma pueden ser reparadas mediante HR (Cromie et al., 
2001) o NHEJ (Krejci et al., 2003; Lees-Miller y Meek, 2003). En la HR, la información genética 
contenida en una copia intacta del DNA roto se emplea como molde para la síntesis de DNA, de modo 
que la lesión es reparada de manera fiel (Krejci et al., 2012). En este mecanismo uno o los dos extremos 
de la DSB es procesado por una exonucleasa, que genera un extremo 3´-protuberante que invade la 
cromátida hermana y aparea con la secuencia de DNA complementaria. Este proceso es dirigido por 
la proteína RecA en bacterias, por RadA en arqueas y por Rad51 en eucariotas (Haldenby et al., 2009; 
Ayora et al., 2011) (figura 3A).
Por el contrario, cuando en la célula no existe una copia extra del DNA, las DSBs son 
reparadas por la ruta de NHEJ (Lieber, 1999). En la NHEJ los extremos son unidos directamente, 
haciendo innecesaria la presencia de una cromátida hermana. En esta ruta los extremos son 
procesados normalmente por actividades nucleasas y/o polimerasas antes de ser ligados, un hecho que 
frecuentemente da lugar a una reparación mutagénica (figura 3B) [revisado en (Burma et al., 2006)]. Si 
bien es cierto que un sistema de reparación mutagénico parece contraproducente para la célula, puede 
resultar beneficioso en ciertas situaciones, como por ejemplo en el proceso de recombinación V(D)J en 
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eucariotas superiores, en el que la incorporación de nucleótidos en la NHEJ durante los reordenamientos 
programados de los genes de las inmunoglobulinas y los receptores de las células T es crucial para la 
diversificación del repertorio inmune (Bertocci et al., 2006; Malu et al., 2012). 
En los últimos años se ha descrito una ruta alternativa de unión de extremos de DNA, conocida 
como unión alternativa de extremos (Alternative-End Joining, A-EJ) o unión de extremos mediada 
por microhomologías (Microhomology-Mediated End Joining, MMEJ), en la que no intervienen las 
proteínas implicadas en las otras rutas de reparación de DSBs. La MMEJ se basa en la presencia de 
microhomologías entre los extremos del DNA roto, y requiere  de la intervención de distintas actividades 
nucleasas, así como de DNA polimerasas especializadas, como la Pol θ de eucariotas superiores (figura 

















Figura 3. Vías de reparación de roturas de doble cadena (DSBs). Cuando el DNA sufre una DSB, puede 
ser reparada mediante tres mecanismos diferentes. (A) Recombinación homóloga (HR): el DNA roto (en azul) es 
procesado en su extremo 5´ o 3´ por una exonucleasa. Esto genera una extensión 3´-OH que invade la cromátida 
hermana intacta (en naranja). La cadena invasora sirve como primer para una DNA polimerasa que copia la 
información de la cromátida intacta, dando lugar a dos copias con la misma información. (B) Unión de extremos no-
homólogos (NHEJ): Los extremos del DNA roto son unidos directamente, o tras la acción de actividades nucleolíticas 
y/o polimerasa. Al no existir una copa intacta del genoma que sirva como molde, es un mecanismo de reparación 
infiel. (C) Unión de extremos mediada por microhomologías (MMEJ): Los extremos son procesados por nucleasas 
hasta que se generan regiones complementarias cortas, que permiten el apareamiento de las regiones 3´ de los dos 
extremos rotos. Tras la eliminación de los flap generados, se lleva a cabo la ligación [adaptado de (Hiom, 2010)].
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3.1. Unión de extremos no-homólogos (NHEJ) 
La NHEJ se identificó por primera vez en células de mamíferos y se consideró que era exclusiva 
de eucariotas [revisado en (Pitcher et al., 2007a)]. En eucariotas, el proceso comienza cuando el 
heterodímero Ku70/80 se une a los extremos de DNA, recluta a la DNA-PKcs (subunidad catalítica de 
la kinasa dependiente de DNA) (Gottlieb y Jackson, 1993; Lees-Miller y Meek, 2003) y ambas llevan 
a cabo la sinapsis entre los extremos rotos del DNA. A continuación, enzimas con actividad nucleasa 
(tales como Artemis o Fen1) y/o polimerasas (Pol λ y Pol μ en eucariotas superiores, y Pol IV en 
levaduras) (Mahajan et al., 2002; Krejci et al., 2003; Dudášová et al., 2004; Lee et al., 2004; Daley et 
al., 2005; Pryor et al., 2015) son reclutadas y procesan los extremos, que finalmente son ligados por el 
complejo Ligasa IV/XRCC4/XLF [revisado en (Lieber, 2010)].
Pese a la consideración inicial de que la ruta de NHEJ no existía en bacterias, mediante estudios 
in silico de genomas microbianos se pudo identificar la presencia de genes Ku putativos en especies 
procariotas filogenéticamente alejadas (Aravind y Koonin, 2001; Doherty et al., 2001). Además, en 
un amplio rango de especies bacterianas dichos genes estaban normalmente asociados con genes que 
codificaban DNA ligasas dependientes de ATP. La conservación de asociaciones genéticas entre 
bacterias filogenéticamente diversas normalmente indica que dichos genes son coexpresados y que sus 
productos interaccionan funcionalmente en una ruta común. Este hecho condujo al descubrimiento de 
la presencia del sistema de NHEJ en procariotas (Weller et al., 2002). Numerosas especies bacterianas 
pasan parte de su ciclo en fase estacionaria (Kolter et al., 1993), durante la cual una única copia del 
genoma está disponible. Es en ese momento en el que opera la vía de NHEJ para reparar las DSBs 
(Shuman y Glickman, 2007). 
El sistema de NHEJ de bacterias es menos complejo que su homólogo en eucariotas. Está 
formado por dos proteínas capaces de llevar a cabo por sí mismas la reparación completa de las DSBs: la 
proteína Ku, homóloga a la Ku eucariota, que se une a los extremos del DNA (Doherty y Jackson, 2001), 
y la Ligasa D (LigD), reclutada por Ku, que en la mayoría de las especies bacterianas se encuentra 
genéticamente asociada a esta (Weller y Doherty, 2001) y lleva a cabo el procesamiento y la unión de los 
extremos. 
3.2. La proteína Ku bacteriana
En eucariotas, el heterodímero Ku70/80 posee una región central en forma de anillo, además 
de dos dominios adicionales: un dominio N-terminal llamado factor von Willebrand A (vWA), que 
interviene en la interacción proteína-proteína, y una extensión C-terminal, conocida como dominio SAP, 
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necesario en la interacción proteína-DNA (véase la figura 4) (Doherty y Jackson, 2001; Walker et al., 
2001). 
Por su parte, la proteína Ku procariótica, cuya estructura se predijo por su homología de 
secuencia de aminoácidos con la proteína Ku eucariótica, es también un complejo dimérico con forma 
de anillo (Doherty y Jackson, 2001; Bowater y Doherty, 2006). Está codificada por un gen único, lo cual 
hace que funcione como un homodímero (Aravind y Koonin, 2001; Doherty et al., 2001), a diferencia 
del heterodímero eucariota Ku70/80. Ambas proteínas, procariota y eucariota, conservan en común la 
región central en forma de anillo. Sin embargo, el Ku procariota carece de los dos dominios adicionales 
presentes en la proteína eucariota, vWA y SAP (véase la figura 4). Ku está presente en los tres dominios 
de la vida, arqueas, bacterias y eucariotas, lo cual sugiere que se trata de una proteína de origen antiguo, 
cuyo ancestro primigenio probablemente existió como un homodímero con una estructura conformada 
por el dominio del anillo central conservado en el Ku procariota y eucariota (Pitcher et al., 2007a). 
Ku juega un papel fundamental en la ruta de NHEJ, ya que une el DNA a través de su canal 
central, y alinea los extremos de la rotura. Además, tiene la capacidad de unirse al DNA de manera 
independiente de su longitud, como si se tratase de las “cuentas de un collar” (Pitcher et al., 2007a). Por 
último, es la encargada de reclutar al otro componente de la NHEJ, la LigD, que lleva a cabo el sellado 
de los extremos (Weller et al., 2002; Pitcher et al., 2005a; de Vega, 2013). La proteína Ku bacteriana se 
Ku procariota Ku eucariota 
vWA 
SAP 
Figura 4. Evolución de las proteínas Ku procariota y eucariota. En procariotas, Ku es un homodímero que forma 
un anillo central que rodea al DNA (en gris). En eucariotas, Ku70/80 forma un complejo heterodimérico que posee 
los dominios adicionales vWA y SAP [adaptado de (Pitcher et al., 2007a)].
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ha estudiado en miembros de los géneros Bacillus, Pseudomonas y Mycobacterium y no se han hallado 
funciones adicionales distintas a las anteriormente descritas (Weller et al., 2002; Wright et al., 2010; Zhu 
y Shuman, 2010; de Vega, 2013). Por el contrario, en el dominio vWA de la proteína Ku humana se ha 
identificado recientemente una actividad AP-liasa importante en la eliminación de sitios AP próximos a 
los extremos del DNA, lo cual indica que esta proteína tiene un papel significativo en la “limpieza” de 
los extremos previa a la unión de estos en la ruta de NHEJ (Roberts et al., 2010; Strande et al., 2012).
3.3. La Ligasa D bacteriana
La LigD es una proteína multifuncional normalmente compuesta por un dominio polimerasa 
(PolDom), un dominio ligasa (LigDom) y un dominio fosfoesterasa (PEDom). La organización de 
los dominios de la LigD varía según la especie bacteriana, pudiendo incluso estar ausente alguno de 
los dominios funcionales, como ocurre en la LigD de B. subtilis (BsuLigD) que posee únicamente los 
dominios ligasa y polimerasa (figura 5). La LigD es reclutada a la DSB por Ku, y lleva a cabo la sinapsis 
y, en caso necesario, el posterior procesamiento de los extremos gracias a la actividad nucleolítica. Su 
actividad de polimerización le permite el relleno de los gaps que puedan surgir durante la sinapsis, y 
finalmente su actividad ligasa sella los nicks resultantes (Della et al., 2004; Pitcher et al., 2007a; 
Shuman y Glickman, 2007).
Algunas bacterias, tales como M. tuberculosis, M. smegmatis o Agrobacterium tumefaciens, 
poseen otra DNA ligasa dependiente de ATP que parece estar implicada en una ruta minoritaria de 
NHEJ dependiente de Ku: la LigC. Esta DNA ligasa es similar al LigDom de la LigD, aunque carece 
de PolDom y PEDom. Se ha descrito que esta DNA ligasa adicional funciona como un mecanismo de 
LIG POL N C BsuLigD 
POL PE LIG C N MtuLigD 
PE LIG POL C N PaeLigD 
Figura 5. Organización de las distintas actividades enzimáticas de las LigDs de B. subtilis (BsuLigD), M. 
tuberculosis (MtuLigD) y P. aeruginosa (PaeLigD). Los dominios polimerasa (POL), ligasa (LIG) y fosfoesterasa 
(PE) se representan en azul, amarillo y naranja, respectivamente [adaptado de (de Vega, 2013)].
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backup cuando la LigD no está disponible (Gong et al., 2004, 2005; Zhu y Shuman, 2007; Bhattarai et 
al., 2014).
3.3.1. El dominio polimerasa de las LigD procariotas (PolDom)
Las características enzimológicas del PolDom de las LigDs procarióticas fueron determinadas 
gracias al estudio bioquímico de las LigDs de M. tuberculosis y P. aeruginosa (Zhu et al., 2006; Pitcher 
et al., 2007b; Brissett et al., 2011). El PolDom es una polimerasa única, capaz de reconocer y elongar 
una amplia variedad de sustratos de DNA (Della et al., 2004; Zhu y Shuman, 2005a; Yakovleva y 
Shuman, 2006; Pitcher et al., 2007b). Sin embargo, la incorporación de nucleótidos que lleva a cabo el 
PolDom es más lenta e infiel que la de las DNA polimerasas replicativas. Posee actividad transferasa 
terminal tanto en sustratos de ssDNA como en dsDNAs romos. Además, puede extender moléculas de 
dsDNA 3´-recesivas y rellenar moléculas de dsDNA con gaps de manera dependiente del molde. Por 
otro lado, el PolDom incorpora y extiende eficientemente nucleótidos frente a 7,8-dihidro-8-oxo-2´-
desoxiguanosina (8oxodG). Por último, esta polimerasa es capaz de dislocar y realinear la cadena molde 
permitiendo de esa manera la extensión del primer mediante la adición de nucleótidos complementarios 
a aquellos del molde que se encuentran en posición distal al extremo del primer, generando deleciones y 
sustituciones de base [revisado en (Pitcher et al., 2007a)]. 
El PolDom posee una estructura globular monomérica y se clasifica como un miembro 
divergente de la superfamilia AEP (primasas de arqueas y eucariotas) (Koonin et al., 2000; Aravind 
y Koonin, 2001; Weller y Doherty, 2001; Iyer et al., 2005), a diferencia de las polimerasas de la vía 
NHEJ en eucariotas, tales como Pol μ, Pol λ, y TdT, agrupadas en la familia X (García-Díaz et al., 2004; 
Moon et al., 2007). El PolDom posee los motivos catalíticos I, II y III, presentes en las AEP (Koonin et 
al., 2000; Weller y Doherty, 2001). Mientras que los motivos I y III contienen los residuos conservados 
de aspártico implicados en la coordinación del catión divalente, el motivo II posee los residuos de 
interacción con el nucleótido entrante (Koonin et al., 2000). Ambas familias de polimerasas, AEP y 
X, aunque son estructuralmente distintas, poseen en común la tríada de aspárticos de unión de metal 
(Pitcher et al., 2007b). 
Además de la amplia variedad de actividades polimerasa, el PolDom posee otras características 
requeridas en el procesamiento de extremos. El principal determinante de la unión específica al DNA 
es la presencia de un fosfato en 5´ en moléculas protuberantes o con un gap. El reconocimiento de este 
fosfato estimula la actividad polimerasa y la selección de nucleótido (Pitcher et al., 2007b; de Vega, 
2013). Las polimerasas eucarióticas de NHEJ Pol μ y Pol λ poseen esta misma capacidad de reconocer 
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un fosfato en 5´, aunque en su caso lo hacen a través de un motivo Hélice-giro-Hélice, ausente en el 
PolDom [revisado en (Pitcher et al., 2007a)].
La actividad polimerasa del dominio PolDom de las LigDs bacterianas es óptima en presencia 
de Mn2+ (Zhu y Shuman, 2005a; de Vega, 2013). Esta polimerasa incorpora preferentemente 
ribonucleótidos (NTPs) frente a desoxirribonucleótidos (dNTPs) (Della et al., 2004; Zhu y Shuman, 
2005a; Yakovleva y Shuman, 2006; Pitcher et al., 2007b; de Vega, 2013). Esta preferencia en la 
inserción de NTPs y la ausencia de especificidad en el reconocimiento del 2´ reflejan la plasticidad 
catalítica de la enzima, que se mantiene en otras DNA polimerasas del NHEJ eucariotas como Pol µ 
(Nick McElhinny y Ramsden, 2003). En ambos casos, la inserción preferente de NTPs puede ser 
beneficiosa en momentos del ciclo celular en los que los niveles de dNTPs sean bajos [revisado en 
(Pitcher et al., 2007a)]. Sin embargo, su actividad polimerasa disminuye progresivamente tras la 
incorporación de cada NTP (Zhu y Shuman, 2005a, 2005b; de Vega, 2013). 
Estudios tanto in vitro como estructurales llevados a cabo con el PolDom de la LigD de M. 
tuberculosis han puesto de manifiesto que este dominio media la sinapsis entre dos extremos de DNA 
no complementarios. Dicha sinapsis puede ser llevada a cabo gracias a la plasticidad de su centro 
activo que puede ser consecuencia del limitado número de contactos entre la enzima y los extremos 3´, 
posibilitando el apareamiento de microhomologías, y permitiendo desapareamientos e incluso extremos 
3´ con estructuras tipo hairpin. En la figura 6 se puede observar la estructura cristalográfica de dos 
complejos binarios entre el PolDom de M. tuberculosis (MtuPolDom) y un DNA 5´-recesivo (Brissett et 
al., 2007). 
A B 
Figura 6. Estructura cristalográfica del complejo sináptico DNA-MtuPolDom. (A) Estructura tridimensional 
de dos complejos binarios MtuPolDom-DNA. Los polipéptidos se representan con distintos colores (en amarillo 
y naranja) así como cada DNA (verde-rojo y morado-cian). (B) Potencial electrostático de superficie de los dos 
monómeros de PolDom. Se puede observar la simetría del complejo sináptico y un atrio cargado positivamente 
(superficie azul) donde descansan los dos extremos 3´ de la sinapsis [adaptado de (Brissett et al., 2007)].
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3.3.2. El dominio ligasa de las LigD procariotas (LigDom)
Las DNA ligasas son las enzimas que unen un extremo 3´-OH y un 5´-P adyacentes mediante 
la formación de un enlace fosfodiéster, siendo esenciales en el mantenimiento del genoma. La reacción 
que llevan a cabo estas enzimas ocurre en tres etapas que, en rasgos generales, son las siguientes: (i) la 
ligasa forma un complejo enzima-adenilato con el AMP procedente de una molécula de ATP o NAD+, en 
función de la familia a la que pertenezca la enzima; (ii) el complejo reconoce el extremo 5´-P del nick 
que ha de sellarse, transfiriendo posteriormente el AMP a dicho extremo y formando un complejo DNA-
adenilato y (iii) este complejo es atacado nucleofílicamente por el extremo 3´-OH adyacente formándose 
el enlace fosfodiéster entre este y el extremo 5´-P con la liberación de AMP (figura 7). Estas tres etapas 
requieren de la presencia de un catión divalente como cofactor (Shuman, 2009).
Existen dos familias de DNA-ligasas, en función del sustrato requerido para la formación del 
complejo ligasa-adenilato: las ligasas dependientes de ATP y las ligasas dependientes de NAD+. La 
mayoría de los organismos poseen varias ligasas que funcionan en la replicación del DNA, o que están 
especializadas en alguna vía de reparación (Shuman, 2009). En eucariotas, así como en arqueas y en 
virus, todas las ligasas identificadas son ATP-dependientes. Aunque todas las bacterias poseen ligasas 
NAD+-dependientes como la LigA que es la responsable de la ligación de los fragmentos de Okazaki 
durante la replicación del DNA [revisado (Pitcher et al., 2007a)], algunas bacterias tienen, además, 
DNA ligasas adicionales, entre las que se encuentra la actividad ligasa perteneciente a la enzima LigD. 
Esta actividad se encuentra en el dominio ligasa (LigDom) y se trata de una DNA ligasa dependiente de 
ATP. El estudio de la estructura cristalográfica del LigDom de la LigD de M. tuberculosis ha permitido 
E + ATP (NAD+) E-AMP PPi (NMP) + 
(i) 
E-AMP + -5´-DNA P E AMP- -5´-DNA P + 
(ii) 
DNA-3´-OH + AMP- -5´-DNA P AMP DNA-3´-O- -5´-DNA P + 
(iii) 
Figura 7. Mecanismo químico de las DNA ligasas. La ligación ocurre en tres etapas. (i) La ligasa (E) se adenila 
usando ATP o NAD+, formándose un complejo enzima-adenilato (E-AMP) y liberándose PPi o NMP. (ii) El AMP se 
transfiere al extremo 5´-P de una molécula de DNA, formándose el complejo DNA-adenilato (AMP-P-5´-DNA). (iii) 
Se forma el enlace fosfodiéster con la liberación de un AMP [modificado de (Lohman et al., 2011)]. 
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conocer su organización bimodular constituida por un dominio nucleotidiltransferasa que une AMP, en 
la región N-terminal, y un dominio OB C-terminal (Akey et al., 2006).
Las ligasas ATP-dependientes de la NHEJ procariota requieren la presencia de un NMP en el 
extremo 3´-OH para llevar a cabo el sellado eficiente de los extremos. Sin embargo, su actividad ligasa 
se inhibe cuando hay segundo NMP en la penúltima posición de la cadena que contiene el extremo 3´-
OH (Zhu y Shuman, 2008; Shuman, 2009). En este sentido, se ha especulado que este tipo de ligasas 
son incapaces de distorsionar el extremo 3´-OH del DNA a la conformación A como está descrito que 
lo hacen otras DNA ligasas dependientes de ATP, que no discriminan entre DNA y RNA en la cadena 
3´-OH (Shuman, 2009). Esta distorsión no sería necesaria con un 3´-monorribonucleótido, hecho que 
facilita la reacción de ligación que llevan a cabo las LigDs bacterianas.
3.3.3. El dominio fosfoesterasa de las LigD procariotas (PEDom)
Algunas LigDs, tales como las de M. tuberculosis y P. aeruginosa, poseen además de los 
dominios ligasa y polimerasa, un dominio fosfoesterasa (PEDom). El PEDom posee las actividades 
enzimáticas 3´-fosfodiesterasa y 3´-fosfatasa, ambas dependientes de Mn2+ (Pitcher et al., 2007a; 
Shuman y Glickman, 2007). La actividad 3´-fosfodiesterasa liberaría mononucleósidos generando un 
extremo 3´-P, mientras que la 3´-fosfatasa eliminaría el grupo 3´-P para dar lugar a un extremo 3´-OH 
que posteriormente podría ser ligado a un extremo 5´-P (Zhu y Shuman, 2006). Esta actividad permitiría 
procesar los extremos 3´ desapareados que se originan tras la sinapsis de dos extremos del DNA antes de 
su elongación y/o posterior ligación. Este dominio no está presente en todas las LigD bacterianas, como 
es el caso de la LigD de B. subtilis, por lo que se ha propuesto que otras proteínas deberían intervenir 
para procesar los extremos, probablemente reclutadas por la proteína Ku de B. subtilis (BsuKu) (de 
Vega, 2013).
Teniendo en cuenta las funciones de Ku anteriormente explicadas y los distintos dominios de la 
LigD, resulta sencillo comprender el funcionamiento de la ruta de NHEJ en bacterias. En la figura 8 se 
esquematiza esta ruta en procariotas, en la cual Ku reconoce y alinea los extremos del DNA y recluta a 
la LigD que, tras el reconocimiento de los grupos 5´-P produce la sinapsis de dichos extremos y, a través 




Figura 8. NHEJ en procariotas. Cuando se produce una DSB en el DNA, la proteína Ku se une a los 
extremos del DNA roto y recluta a la LigD, que reconoce específicamente los extremos 5´-P. Esta lleva 
a cabo el procesamiento (actividad nucleasa) y la extensión de los extremos (actividad polimerasa) tras 
lo cual los liga (actividad ligasa) en una reacción infiel [adaptado de (Pitcher et al., 2007a)].
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Mechanism of NHEJ repair in prokaryotes. After the binding of Ku to
3′-protruding ends and further recruitment of LigD, it specifically
recognizes the 5′ phosphate (P) and directly mediates via a specific loop
the synapsis event required for end-joining. After microhomology
pairing, nonextendable 3′ termini can be resected by th Nuc om of
LigD. Once the required nucleolysis has occurred, resynthesis by
PolDom and ligation of nicks complete break repair.
and yku70), restoring NHEJ to ∼50% of
wild-type yeast levels. Bacterial and yeast
NHEJ could be differentiated on the ba-
sis of differing signature patterns of pro-
cessed joints, with bacterial NHEJ prefer-
entially forming a defined DSB repair joint,
rarely observed in wild-type yeast, even when
yeast NHEJ was active. The unique signature
of bacterial processed joints confirmed that
bacterial NHEJ-processing steps are distinct
from those of yeast NHEJ, indirectly impli-
cating the PolDom and NucDom activities.
Even in the absence of the yeast NHEJ appa-
ratus, the bacterial proteins catalyzed the cre-
ation of intact chromosomes from twodiscon-
tinuous DSB ends, suggesting that no other
bacterial proteins are required for NHEJ and
unequivocally demonstrating that prokaryotic
Ku and ligase proteins represent a bona fide
NHEJ repair complex.
PROCESSING AND REPAIR OF
NONHOMOLOGOUS ENDS
In higher eukaryotes a large number of fac-
tors are required to repair DSBs by NHEJ
(13, 22, 43, 44). Although great advances
have been made in our understanding of how
the NHEJ pathway operates, the underlying
molecular mechanisms that coordinate resec-
tion and resynthesis at DSBs remain elusive.
The two-component prokaryotic NHEJ ap-
paratus appears to possess all of the activi-
ties required to remodel and repair DSBs and
therefore represents an ideal model system to
study the molecular choreography of the end-
joining process. The bacterial NHEJ complex
is sufficient to bring two discontinuous DNA
ends together, process the termini, and ligate
the resulting complementary ends (Figure 5)
(15, 63). To understand the molecular events
that coordinate these processes, we must first
start with the direct forensic evidence, in
the form of repaired DSBs. By examining
the sequences of repaired break junctions, we
can indirectly gain insights into the decision-
making process s that drive NHEJ. During
eukaryotic NHEJ, short stretches of sequence
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4. Síntesis a través de lesión (TLS)
La presencia de lesiones no reparadas en el DNA supone un desafío para los procesos de 
transcripción y replicación. Aunque no todas las lesiones bloquean la acción de las DNA polimerasas 
replicativas, muchas sí lo hacen, por lo que las células han adoptado un sistema que permite la tolerancia 
a los daños que puede sufrir el genoma: la TLS [revisado en (Sale et al., 2012; Fuchs y Fujii, 2013)]. 
En este proceso, la DNA polimerasa replicativa es desplazada de manera transitoria por otra DNA 
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polimerasa  de TLS 
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Figura 9. Mecanismo básico de la síntesis a través de lesión (TLS). La TLS es un proceso con varias etapas. 
Frente a un daño en el DNA (en naranja), la polimerasa replicativa se bloquea. Es entonces cuando una polimerasa 
especializada es reclutada al extremo 3´ del primer e introduce un nucleótido (correcto o incorrecto) frente a la lesión. 
Puesto que se trata de polimerasas distributivas, tras la síntesis de un tramo corto de DNA, la polimerasa de TLS se 
disocia, tras lo cual es reemplazada rápidamente por la polimerasa replicativa, que continúa con la síntesis [adaptado 
de (Sale et al., 2012)]. 
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La mayoría de las DNA polimerasas que intervienen en la ruta de TLS se agrupan en la 
familia Y, y se encuentran presentes en todos los reinos de la vida (Yang y Woodgate, 2007). Las DNA 
polimerasas de la familia Y tienen una serie de características comunes: se expresan en presencia de 
agentes que causan daños en el DNA, son distributivas y son propensas a introducir errores, aunque no 
siempre sean mutagénicas (Kunkel, 2004). 
En eucariotas, las DNA polimerasas que intervienen en TLS son Pol η, Pol ι, Pol κ y Rev1 que 
pertenecen a la familia Y, y Pol ζ, de la familia B (Prakash et al., 2005). En E. coli las DNA polimerasas 
de TLS son Pol IV y Pol V, ambas pertenecientes a la familia Y (Reuven et al., 1999; Wagner et al., 
1999; Sale et al., 2012), y son homólogas a las proteínas PolY1 y PolY2 de B. subtilis (Sung et al., 
2003), que protegen el DNA de la bacteria en esporulación (Rivas-Castillo et al., 2010). Por otra parte, 
se ha descrito que la Pol I de B. subtilis, que pertenece a la familia A, interviene junto con PolY1 y 
PolY2 en la ruta de TLS, de modo que Pol I se encarga de continuar con la síntesis de DNA, tras la 
incorporación del nucleótido frente al daño por parte de las Pol Y, hasta que un replisoma funcional 
reanude la replicación (Duigou et al., 2005).
5. Bacillus subtilis como modelo para el estudio de la NHEJ
B. subtilis es una bacteria Gram-positiva con forma bacilar, no patógena, que crece generalmente 
en suelos, asociada al sistema radicular de plantas y con materia vegetal en descomposición (Siala y 
Gray, 1974; Earl et al., 2008). Como todas las especies que pertenecen al género Bacillus, B. subtilis 
puede formar endosporas altamente resistentes en respuesta a la privación de nutrientes o ante 
otros factores de estrés ambiental mediante un proceso conocido como esporulación [revisado en 
(Earl et al., 2008; Higgins y Dworkin, 2012; Tan y Ramamurthi, 2014)]. La esporulación implica la 
protección del genoma bacteriano en un lugar seguro, la espora, hasta que las condiciones ambientales 
mejoren, momento en el que la espora germina y vuelve al estado vegetativo. La figura 10 muestra un 
esquema del proceso de la esporulación de B. subtilis: cuando los nutrientes escasean, la célula detiene 
su crecimiento y sufre una división asimétrica cerca de uno de los polos celulares, que resulta en la 
formación de una célula de menor tamaño, la preespora, y una de mayor tamaño, la célula madre, 
separadas por un septo. A continuación, la célula madre envuelve a la preespora, proceso que está 
coordinado con la formación de una serie de capas protectoras alrededor de la espora: las membranas 
externa e interna, el córtex y la cubierta, que quedan formadas en la esporulación tardía. Finalmente, 
se produce la lisis de la célula madre, y la espora es liberada al medio (Higgins y Dworkin, 2012; 
McKenney et al., 2012). 
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La formación de la endospora implica la expresión de numerosos genes, bajo el control de 
los factores de la RNA polimerasa σG y σF , y las proteínas de unión al DNA RsfA y SpoVT, genes 
necesarios no solo para la formación de la espora sino también en el proceso de germinación (Wang et 
al., 2006). 
El DNA se encuentra localizado en un compartimento interno de la espora latente, y esta 
posee un amplio arsenal de mecanismos para protegerlo, entre los que destacan los quelatos de calcio 
y ácido dipiconílico, que protegen de la desecación, y las proteínas SASP-tipo-α/β (proteínas ácidas, 
pequeñas y solubles), que se unen al DNA, que pasa a su conformación A, más empaquetada, quedando 
así protegido de distintos agentes que podrían dañarlo (Setlow y Setlow, 1995; Nicholson et al., 2000; 
Setlow, 2006). Sin embargo, y debido a que la espora de B. subtilis puede pasar largos períodos de 
latencia, los daños en el DNA pueden acumularse y poner en peligro la supervivencia de la célula. Tal 
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Figura 10. Esporulación de B. subtilis. Cuando las condiciones ambientales son desfavorables la célula sufre 
una división asimétrica, formándose la célula madre y la preespora, ambas separadas por el septo. A continuación 
la célula envuelve la preespora tras lo cual se sintetizan el córtex y la cubierta. La célula madre lisa para liberar 




y como se ha mencionado previamente, las lesiones más letales para la célula, las DSBs, son reparadas 
mayoritariamente mediante HR o NHEJ. En la HR, RecN junto con la PNPasa (que tiene actividad 
3´-exonucleasa sobre ssDNA y actividad polimerasa) activan la respuesta al daño (Ayora et al., 2011; 
Lenhart et al., 2012; Kreuzer, 2013), tras lo cual se lleva a cabo la resección de los extremos en sentido 
5´-3´. Este proceso requiere la actividad del complejo AddAB (homólogo a RecBCD de E. coli o 
AdnAB de M. tuberculosis) o RecJ junto con una DNA helicasa (RecQ o RecS) y SsbA (Dillingham y 
Kowalczykowski, 2008; Lenhart et al., 2012; Alonso et al., 2013). Sin embargo, y puesto que en la fase 
estacionaria solo hay una copia del cromosoma bacteriano disponible, la reparación de las DSBs recae 
en el sistema de NHEJ (Shuman y Glickman, 2007), aunque no está claro el mecanismo por el cual se 
bloquea la HR y se activa la NHEJ. El sistema de NHEJ de B. subtilis está conformado por las proteínas 
BsuKu y BsuLigD. Los genes que codifican estas proteínas, llamados ykoV (BsuKu) e ykoU (BsuLigD), 
se expresan durante la formación de la espora. Estos genes se encuentran regulados bajo el control del 
factor σG y SpoVT (Wang et al., 2006). En estudios previos se mostró cómo la deleción de estos genes 
provocaba la sensibilización de las células de B. subtilis a radiación ionizante en la fase estacionaria 
(Weller et al., 2002) y de las esporas ante distintos tratamientos que causan DSBs en el DNA (Wang et 
al., 2006; Moeller et al., 2007; Lenhart et al., 2012). 
Por otra parte, mediante el análisis in vitro de las propiedades funcionales de las proteínas 
purificadas BsuKu y BsuLigD se mostró que las características bioquímicas de estas estaban de acuerdo 
con la función propuesta para ellas en NHEJ. Así, BsuLigD posee una actividad de polimerización 
con inserción preferente de NTPs; reconoce específicamente un grupo fosfato en el extremo 5´ de la 
cadena downstream del DNA; posee una actividad ligasa dependiente de ATP; es capaz de llevar a 
cabo reordenamientos tanto de la cadena primer como del molde durante la elongación de extremos 
3´ desapareados y, finalmente, es reclutada al DNA por BsuKu, que estimula tanto las actividades de 






Las proteínas que conforman el sistema de NHEJ en procariotas han sido ampliamente estudiadas 
en especies de los géneros Pseudomonas y Mycobacterium. Asimismo, el trabajo recientemente publicado 
por de Vega (2013) muestra la caracterización de este sistema de reparación en la bacteria B. subtilis, el 
cual está constituido por las proteínas BsuKu y BsuLigD. En la presente Tesis se plantea profundizar en 
el estudio de las proteínas BsuKu y BsuLigD, así como explorar la posibilidad de la existencia de nuevas 
actividades enzimáticas no descritas previamente en estas, mediante el abordaje de los siguientes objetivos 
concretos:
1. Estudio de la presencia de una actividad AP/5´-dRP liasa en proteínas Ku procariotas, usando 
como modelo el sistema de B. subtilis (BsuKu).
2. Análisis de la manera en que actúan la actividad AP-liasa de BsuKu y las actividades polimerasa 
y ligasa de BsuLigD en reacciones que simulan la NHEJ in vitro. 
3. Exploración de la presencia de nuevas actividades enzimáticas adicionales en la proteína LigD de 
B. subtilis (BsuLigD).
a. Actividad 5´-dRP liasa en intermediarios de la ruta de BER con gaps flanqueados por 
extremos 5´-dRP.
b. Actividad AP-liasa clásica.
4. Estudio de la capacidad de BsuLigD de reparar un intermediario de la vía BER in vitro a través de 
sus actividades 5´-dRP liasa, polimerasa y ligasa.
5. Determinación de la conservación en otras especies bacterianas de las actividades enzimáticas 
identificadas en BsuKu y BsuLigD. 
6. Estudio de la capacidad de BsuLigD de incorporar y ligar nucleótidos frente a lesiones en la cade-
na molde en moléculas de DNA con gaps de un nucleótido.






1.1. Nucleótidos y proteínas
Los nucleótidos no marcados radiactivamente se obtuvieron de GE Healthcare. Los nucleótidos 
marcados [γ-32P] ATP (3.000 Ci/mmol) y [α-32P]-Cordicepina 5´-trifosfato (5.000 Ci/mmol) se compraron 
a Perkin Elmer. Las endonucleasas de restricción AatII, HindIII, EcoRI y SmaI, la polinucleótido kinasa 
(PNK) de T4, la transferasa terminal humana (TdT), la endonucleasa DpnI, la AP-endonucleasa 1 humana 
(hAPE1), la uracil DNA glicosilasa (UDG) de E. coli, la EndoIII de E. coli, la nickasa Nt.BStNBI y la 
DNA ligasa de T4 se obtuvieron de New England Biolabs. La DNA polimerasa λ (Pol λ) fue generosamen-
te donada por el Dr. Luis Blanco (Centro de Biología Molecular Severo Ochoa, Madrid). La trombina fue 
adquirida en Novagen. Las proteínas Ku y LigD de B. subtilis (BsuKu y BsuLigD) se purificaron como 
está descrito (de Vega, 2013).  
1.2. Oligonucleótidos y sustratos de DNA
La tabla 1 muestra el nombre y la secuencia de los oligonucleótidos utilizados en los ensayos in 
vitro realizados en la presente Tesis Doctoral. Los oligonucleótidos se marcaron en su extremo 3´ con 
[α-32P]-Cordicepina (3´-dATP) y la enzima TdT o en su extremo 5´ con [γ-32P] ATP y la PNK de T4, según 
se indica en cada experimento. 




















































5pGpber Dws 5´- (p)GTACGGATCCCCGGGTAC 
5pTpber Dws 5´- (p)TTACGGATCCCCGGGTAC 
(U)=2´-desoxiuridina; (H)=Tetrahidrofurano (THF); (ddC)=2´,3´-dideoxiCMP; (p)=fostato; (OH-C)= 5-hidroxi-2´-desoxicitidina; 
(Tgly)=5,6-dihidro-5,6-dihidroxi-2´-desoxitimidina; (8oxodG)=7,8-dihidro-8-oxo-2´-desoxiguanosina; (Cy5)=fluoróforo Cy5. 
pU se hibridó con pG para obtener un sustrato romo. SU se hibridó con SU-compl para obtener un 
dsDNA de 80 pb de longitud. U4 se hibridó con sp1cddC para dar lugar a una estructura 5´-protuberante. 
U4c se hibridó con sp1c o sp1c-1 para formar dos estructuras diferentes con un extremo 5´-protuberante. 
sp1CGG se hibridó con sp1c para generar una molécula con un extremo 3´-protuberante CGG. sp1GCC, 
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sp1TCC y sp1ACC se hibridaron con el oligonucleótido complementario sp1c(p) para obtener molécu-
las con un extremo 3´-protuberante con -GCC, -TCC y -ACC respectivamente. U2, U4, U19 y U21 se 
hibridaron con sp1c para generar moléculas 5´-(U2 y U4) o 3´-(U19 y U21) protuberantes. El sustrato 
que presenta un nick se consiguió hibridando los oligonucleótidos upstream sp1 y downstream p-Dws al 
oligonucleótido molde sp1c+13. 
Para obtener un híbrido que imitase un sustrato de BER con el gap relleno, se hibridaron los oli-
gonucleótidos upstream sp1c o sp1cddC y downstream Ph-U1 al oligonucleótido molde comp-sp1c/U4a. 
Para generar moléculas tipo flap se hibridaron los oligonucleótidos upstream sp1 y downstream HU (que 
contiene una 2´-desoxiuridina en posición 19) o H (que contiene un THF en la misma posición) al oli-
gonucleótido molde comp-sp1/H. Para obtener un sustrato con un flap de 4 nucleótidos se hibridaron los 
oligonucleótidos upstream sp1c y downstream U4al con el oligonucleótido molde comp-sp1c/U4a. Para 
formar una molécula con un nick se hibridaron los oligonucleótidos upstream sp1 y downstream pnickP 
al oligonucleótido molde sp1c+13.
Los oligonucleótidos con una 2´-desoxiuridina próxima a 5´ U4al, U4al-CUC, U4al-TUT, U4al-
GUG y U4al-CUG se hibridaron a los oligonucleótidos comp-U4al+4, comp-GGG, comp-AAA, comp-
CCC y comp-GCC-3´ddC respectivamente para dar lugar a sustratos con extremos 5´-recesivos. 
El oligonucleótido sp1CTTGCTG se hibridó al oligonucleótido sp1c para dar lugar a una molécu-
la que protubera 7 nucleótidos en su extremo 3´. 
Para obtener los híbridos con un gap enfrentado a distintos nucleótidos sin y con daño se hibri-
daron el oligonucleótido upstream Cy5-pber (marcado en 5´ con el fluoróforo Cy5) y el oligonucleótido 
downstream 5pGpber Dws a los oligonucleótidos molde T4, hy-C, T-gly y H para dar lugar a los sustratos 
sin daño, con un OH-C, con un Tgly o con un THF frente al gap, respectivamente. Para generar el sustrato 
que presenta un gap frente a un 8oxodG se hibridaron los oligonucleótidos upstream Cy5-pber y downs-
tream 5pTpber Dws al oligonucleótido molde 8oxoG2. 
Todas las hibridaciones se hicieron en presencia de 0,2 M NaCl. En cada experimento se indican el/los 
híbrido/s empleados. 
La tabla 2 muestra los oligonucleótidos utilizados en el clonaje de la proteína PaeKu, así como 
los oligonucleótidos diseñados para realizar la mutagénesis dirigida de BsuKu y BsuLigD y para obtener 
el LigDom de BsuLigD. 
Un fragmento de DNA de 216 pb correspondiente al gen yshC de B. subtilis se amplificó por PCR 
utilizando como molde el DNA genómico, se marcó radiactivamente en su extremo 5´ y se usó en los 
ensayos de retraso en gel. 
El plásmido pUC19 se obtuvo de Fermentas. El plásmido pcDNA3.1 fue adquirido en Invitrogen.
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Tabla 2. Oligonucleótidos empleados en el clonaje de PaeKu, y en los mutantes puntuales de BsuKu y Bsu-





















1.3. Construcción de las cepas de B. subtilis que expresan el mutante E184A
El gen que codifica BsuLigD (ykoU), que contiene la mutación E184A, se amplificó del plásmido 
pET28a-ykoU-E184A con un primer 5´ que contiene un sitio de restricción para XmaI y con un primer 
3´ que contiene un sitio de restricción para EcoRV y para XbaI. El fragmento amplificado se clonó en los 
sitios XmaI-XbaI del plásmido pUC18. El gen ykoT, en posición downstream a ykoU, se amplificó del cro-
mosoma de B. subtilis con un primer 5´ que contenía un sitio de restricción para XbaI y SacII, y un primer 
3´ con un sitio de restricción para PstI. Este gen se clonó en el plásmido anteriormente citado. El gen neo 
de resistencia a neomicina (NeoR) derivado del plásmido pUB110 (Maciag et al., 1988) se amplificó con 
un primer 5´ que contiene un sitio de restricción para EcoRV y un primer 3´ con un sitio de restricción 
para SacII. El gen neo digerido con EcoRV-SacII se clonó entre los genes ykoU (o ykoUE184A) e ykoT en 
el plásmido pUC18 anteriormente citado. Los plásmidos con el operón ykoU neo ykoT o ykoUE184A neo 
ykoT se usaron para transformar células competentes de B. subtilis (cepa BG214), como está descrito (Ma-
ciag et al., 1988). Los transformantes resistentes a neomicina se secuenciaron para seleccionar aquellos 
con el gen neo cromosómico entre los genes wild-type ykoU e ykoT (cepa BC1000) o entre ykoUE184A e 
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ykoT (cepa BC1001) (ver tabla 3). El DNA GP1502 se usó para transformar la cepa BC1000 para dar lugar 
a la cepa BC1002. El plásmido con el operón ykoUE184A neo ykoT se usó para transformar la cepa 1002 
(Δnfo) de B. subtilis para obtener la cepa BC1003 (tabla 3). Estas construcciones fueron realizadas por 
la Dra. Begoña Carrasco, del laboratorio del Dr. Juan Carlos Alonso (Centro Nacional de Biotecnología, 
Madrid). 
Tabla 3. Cepas bacterianas usadas.
CEPA GEN GENOTIPO FUENTE/REFERENCIA
168 wt trpC2 Cepa de laboratorio
BFS1845 LigD + ykoU:erma (Weller et al., 2002)
GP1502 Nfo + Δnfo:catb (Gunka et al., 2012)
GP1502L LigD Nfo + ykoU:erm Δnfo:catc
BFS1845 transformado con 
DNA de GP1502
BG214 wt
trpCE metA5 amyE1 ytsJ1 
rsbV37 xre1 xkdA1 attSPβ attICEBs1
Cepa de laboratorio
BC1000 wt + neod (de Ory et al., 2016)
BC1001 LigDE184A + ykoUE184A neod (de Ory et al., 2016)
BC1002 Nfo + Δnfo:catb neod (de Ory et al., 2016)
BC1003 LigDE184A Nfo + ykoUE184Aneod Δnfo:catb (de Ory et al., 2016)
aResistencia a eritromicina (ErmR, 2 μg/ml), bResistencia a cloranfenicol (CamR, 5 μg/ml), cErmR (2 μg/ml) y CamR (5 μg/ml), 
dResistencia a neomicina (NeoR, 5 μg/ml). 
1.4. Preparación de las esporas
Todas las cepas bacterianas utilizadas en la presente Tesis doctoral son derivadas de la cepa 168 y 
aparecen recogidas en la tabla 3. Las esporas se obtuvieron mediante el cultivo en condiciones de aireación 
fuerte en medio líquido de esporulación de Schaeffer doblemente concentrado (Schaeffer et al., 1965), tras 
lo cual las esporas se purificaron y conservaron como está descrito (Nicholson y Setlow, 1990; Moeller et 
al., 2007; Vlašić et al., 2014). Según el caso, se añadió al medio cloranfenicol (5 μg/ml), neomicina (5 μg/
ml) o eritromicina (2 μg/ml). La preparación de las esporas consistió en extractos de esporas individuales 
sin agrupaciones detectables y libres (99%) de células vegetativas, esporas germinadas y restos celulares, 
lo cual se comprobó por microscopía en contraste de fase (Nicholson y Setlow, 1990; Moeller et al., 2007; 
Vlašić et al., 2014). Las esporas purificadas se resuspendieron en 5 ml de agua destilada y se conservaron 
a 4ºC hasta su uso. La preparación de las esporas fue realizada por nuestros colaboradores Katja Nagler, 




2.1. Clonaje, sobreexpresión y purificación de proteínas de P. aeruginosa
2.1.1. Clonaje, sobreexpresión y purificación de la proteína Ku de P. aeruginosa (PaeKu)
El gen que codifica para PaeKu (Aravind y Koonin, 2001) se amplificó por PCR a partir del DNA 
genómico de la cepa de P. aeruginosa PAO-1 [generosamente donado por el Dr. José Berenguer (Centro 
de Biología Molecular Severo Ochoa, Madrid)], empleando los oligonucleótidos directo y reverso PaKu-F 
y PaKu-R (ver tabla 2), los cuales contienen en su secuencia una diana para NdeI y BamHI, respectiva-
mente. El vector empleado en el clonaje fue el plásmido pET28a(+) (Novagen) para expresar la proteína 
fusionada a un tag de 6 histidinas en su extremo N-terminal, lo que permite la purificación de la misma 
mediante el uso de columnas de afinidad de Ni2+. Tanto el vector como el DNA amplificado se digirieron 
con las enzimas BamHI y NdeI, y el inserto fue clonado entre ambas dianas. El gen se secuenció comple-
tamente para  descartar la presencia de mutaciones en su secuencia. El plásmido recombinante resultante 
se usó para transformar la estirpe de E. coli BL21(DE3), que contiene el gen de la RNA polimerasa de 
T7 bajo el control del promotor lacUV5 inducible por IPTG (Studier y Moffatt, 1986; Studier, 1991). Las 
células transformadas con el plásmido pET-28PaeKu se cultivaron toda la noche en medio LB a 37ºC en 
presencia de kanamicina. Se reinoculó medio LB con 0,1 volúmenes del cultivo de E. coli crecido durante 
la noche y se incubó en un agitador a 34ºC hasta que la densidad óptica a 600 nm alcanzó un valor de 0,6 
unidades. Posteriormente se añadió IPTG (Sigma) a una concentración final de 0,5 mM y se continuó la 
incubación durante 1 hora adicional, tras la cual se añadió rifampicina (50 μg/ml) y se incubó durante 90 
minutos a 30ºC. Las células fueron sedimentadas mediante centrifugación durante 10 minutos a 6143 x g 
y posteriormente lisadas mediante abrasión con alúmina a 4ºC. El lisado se resuspendió en tampón B [50 
mM Tris-HCl (pH 7,5), 1 mM EDTA, 7 mM β-mercaptoetanol, 5% glicerol], 0,7 M NaCl,  y se centrifugó 
durante 5 minutos a 650 x g a 4ºC, para eliminar la alúmina y los restos celulares. En estas condiciones, la 
proteína PaeKu estaba en estado soluble y se sometió a una nueva centrifugación a 23430 x g durante 20 
minutos, para separar el extracto soluble de las proteínas insolubles. El DNA fue precipitado con polietile-
nimina (PEI) al 0,3% mediante centrifugación durante 10 minutos a 23430 x g. El sobrenadante obtenido 
se precipitó con sulfato amónico al 65% de saturación para obtener un pellet de proteínas libre de PEI. Tras 
una centrifugación a 23430 x g durante 25 minutos, el pellet se resuspendió en tampón B (0,25 M NaCl). 
Esta fracción se pasó a través de una columna de fosfocelulosa previamente equilibrada en tampón B (con 
0,25 M NaCl) y PaeKu fue eluida con tampón A [50 mM Tris-HCl (pH 7,5), 7 mM β-mercaptoetanol, 5% 
glicerol], 0,5 M NaCl. El eluido se pasó a través de una columna Ni-NTA (Qiagen) preequilibrada en tam-
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pón A (0,3 M NaCl). La proteína unida a la columna se eluyó con 200 mM imidazol en tampón A (0,3 M 
NaCl). PaeKu se dializó frente a un tampón con 0,3 M NaCl y 50% glicerol. Se estimó un grado de pureza 
superior al 90% mediante electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS.
2.1.2. Clonaje, sobreexpresión y purificación de la proteína LigD de P. aeruginosa (PaeLigD)
El gen PA2138 que codifica PaeLigD se sintetizó en GenScript Corporation y se clonó entre las 
dianas NdeI y BamHI del vector de expresión pET16b, que permite la expresión de la proteína recom-
binante fusionada a un tag de 10 histidinas en su extremo N-terminal. El plásmido recombinante pET-
16PaeLigD se usó para transformar la estirpe de E. coli BL21(DE3). Las células se crecieron en medio 
LB a 37ºC en presencia de ampicilina hasta que la densidad óptica a 600 nm alcanzó un valor de 0,6 
unidades. La expresión de la proteína se indujo con 0,5 mM IPTG y se incubó posteriormente durante 20 
horas a 15ºC, tal y como está descrito (Zhu y Shuman, 2005a). Las células fueron sedimentadas mediante 
centrifugación durante 10 minutos a 6143 x g y posteriormente lisadas mediante abrasión con alúmina a 
4ºC. El lisado se resuspendió en tampón A (0,7 M NaCl) y se centrifugó durante 5 minutos a 650 x g a 
4ºC, para eliminar la alúmina y los restos celulares. En estas condiciones, la proteína PaeLigD estaba en 
estado soluble y se sometió a una nueva centrifugación a 23430 x g durante 20 minutos, para separar el 
extracto soluble de las proteínas insolubles. El extracto soluble se pasó a través de una columna Ni-NTA 
(Qiagen) preequilibrada en tampón A (0,7 M NaCl, 4 mM imidazol). La proteína unida a la columna se 
eluyó con 200 mM imidazol en tampón A (0,7 M NaCl) y posteriormente se diluyó en tampón B sin NaCl 
para conseguir una concentración final de 0,3 M NaCl. La muestra se pasó a través de una columna de fos-
focelulosa previamente equilibrada en tampón B (0,3 M NaCl) y PaeLigD fue eluida con tampón B (0,4 
M NaCl). Finalmente, se llevó a cabo la diálisis de la proteína frente a un tampón con 0,25 M NaCl y 50% 
glicerol. Se estimó un grado de pureza superior al 90% mediante electroforesis en gel de poliacrilamida 
al 12%-0,1% SDS. 
2.2. Sobreexpresión y purificación del dominio Ligasa de BsuLigD (LigDom)
El plásmido recombinante de expresión pET28a-ykoU (de Vega, 2013) se usó como molde para 
introducir un codón stop en posición 320 (ver los oligonucleótidos directo, LigDom-F, y reverso, Lig-
Dom-R, en la tabla 2) con el kit QuickChange de mutagénesis de Stratagene para dar lugar al plásmido 
pET28-LigDom. Las células transformadas con el plásmido pET-28LigDom se crecieron toda la noche 
en medio LB a 37ºC en presencia de kanamicina. Las células se diluyeron en el mismo medio y se in-
cubaron en un agitador a 30ºC hasta que la densidad óptica a 600 nm alcanzó un valor de 0,6 unidades. 
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Posteriormente se añadió IPTG a una concentración final de 0,5 mM y se continuó la incubación durante 
2 horas más. Las células fueron sedimentadas mediante centrifugación durante 10 minutos a 6143 x g y 
posteriormente lisadas mediante abrasión con alúmina a 4ºC. El lisado se resuspendió en tampón A (0,5 M 
NaCl) y se centrifugó durante 5 minutos a 650 x g a 4ºC, para eliminar la alúmina y los restos celulares. 
En estas condiciones, la proteína era soluble y se sometió a una nueva centrifugación a 23430 x g durante 
20 minutos para separar el extracto soluble de las proteínas insolubles. El extracto soluble se diluyó en 
tampón A sin sal para obtener una concentración final de NaCl de 0,25 M. La muestra se pasó a través de 
una columna Ni-NTA (Qiagen) preequilibrada en tampón A (0,25 M NaCl, 5 mM imidazol). La proteína 
unida a la columna se eluyó con 200 mM imidazol en tampón A (0,25 M NaCl). Finalmente, LigDom se 
dializó frente a un tampón con 0,3 M NaCl, 50% glicerol, 1mM EDTA, 0,05% Tween. Se estimó un grado 
de pureza superior al 90% mediante electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS.  
2.3. Mutagénesis dirigida 
Los mutantes de BsuKu K138A y K241A y los mutantes de BsuLigD K24A, K189A, K206A, 
K208A y E184A fueron obtenidos con el kit QuickChange de mutagénesis de Stratagene.
2.3.1. Mutagénesis dirigida en el gen ykoV 
El plásmido pET28a-ykoV que contiene el gen ykoV que codifica BsuKu se usó como molde para 
la reacción de mutagénesis. Los oligonucleótidos directo y reverso para cada mutante (K138A-F, K138A-
R y K241A-F, K241A-R) empleados aparecen recogidos en la tabla 2. Tras los ciclos de temperatura usan-
do la DNA polimerasa PfuTurbo y el posterior tratamiento con la endonucleasa DpnI, se transformaron 
células competentes XL1-blue con el DNA sintetizado. La presencia de las mutaciones deseadas, así como 
la ausencia de otras, se verificó por secuenciación del gen completo. La expresión y purificación de los 
mutantes de BsuKu  se llevó a cabo como está descrito para la proteína wild-type (de Vega, 2013).
2.3.2. Mutagénesis dirigida en el gen ykoU
El plásmido pET28a-ykoU que contiene el gen ykoU que codifica BsuLigD se usó como molde 
para la reacción de mutagénesis (de Vega, 2013). Los oligonucleótidos directo y reverso para cada mutante 
(K24A-F, K24A-R, K189A-F, K189A-R, K206A-F, K206A-R, K208A-F, K208A-R, E184A-F y K184A-
R) aparecen recogidos en la tabla 2. La presencia de las mutaciones deseadas, así como la ausencia de 
otras, se verificó por secuenciación del gen completo. La expresión se realizó en células de E. coli Solubl-
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21TM (Genlantis) y purificadas como está descrito para la proteína wild-type (de Vega, 2013).  
2.4. Actividad AP-liasa de BsuKu
El análisis de la actividad AP-liasa se llevó a cabo empleando como sustrato el oligonucleótido pU 
(ver tabla 1). Se trata de un DNA de banda simple de 34-mer en cuya posición 16 posee una 2´-desoxiu-
ridina. Este sustrato se marcó en su extremo 3´ o 5´, según se indica en cada caso. La actividad AP-liasa 
sobre un DNA de banda doble se realizó usando el híbrido formado por los oligonucleótidos pU (marcado 
en 3´) y pG. La capacidad de BsuKu de actuar sobre sitios AP próximos a extremos 5´-protuberantes se 
analizó empleando los híbridos marcados en 3´ U2/sp1c y U4/sp1c. Para estudiar esta misma actividad en 
sustratos con sitios AP en extremos 3´-protuberantes se utilizaron los híbridos marcados en 5´ U19/sp1c y 
U21/sp1c. Todos estos oligonucleótidos, que contienen una 2´-desoxiuridina en su secuencia, se incuba-
ron con la enzima UDG (0,2 U) durante 15 minutos a 37ºC en presencia de 30 mM HEPES (pH 7,5), 4% 
glicerol. Tras la incubación, 0,2 U de hAPE1, 2 U de EndoIII o las concentraciones indicadas en cada caso 
de BsuKu, PaeKu o las proteínas mutantes de BsuKu K138A y K241A se añadieron a la mezcla de reac-
ción. Las muestras se incubaron a 30ºC durante el tiempo indicado en cada caso, tras lo cual la reacción 
se paró mediante la adición de NaBH4 a una concentración final de 100 mM y la posterior incubación en 
hielo durante 20 minutos. El DNA obtenido fue precipitado con etanol en presencia de 0,2 μg/ml de tRNA. 
Las muestras fueron analizadas mediante electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y auto-
rradiografía. El análisis de la actividad AP-liasa sobre un DNA con un THF se llevó a cabo de la misma 
manera, empleando como sustrato el oligonucleótido H, el cual posee un THF en posición 19 (ver tabla 1). 
2.5. Actividad 5´-dRP liasa de BsuKu
Se empleó el sustrato pU marcado en su extremo 3´ el cual se hibridó al oligonucleótido comple-
mentario pG para dar lugar a un dsDNA de 34-mer. La mezcla de reacción contenía 30 mM de HEPES 
(pH 7,5), 4% glicerol, 0,2 U de UDG y 0,2 U de hAPE1 en un volumen final de 12,5 μl. La reacción se 
inició mediante la adición a la mezcla de 228 nM de BsuKu o Pol λ según se indica, tras lo cual se incubó 
durante 30 minutos a 30ºC. La reacción se paró tal y como se ha descrito en el apartado 2.4 de Materiales 




2.6.1. Análisis cinéticos de BsuKu
Los experimentos cinéticos se llevaron a cabo tal y como se ha descrito (Roberts et al., 2010), 
mediante la incubación de concentraciones de saturación de la proteína BsuKu con los sustratos indicados, 
a 30ºC. Las bandas correspondientes al DNA procesado por la enzima visualizadas en la autorradiografía, 
se densitometraron. Con los datos obtenidos se determinó la fracción del producto generado (y) a distintos 
tiempos (x). Los valores de las constantes observadas (kobs) se determinaron mediante un ajuste de los da-
tos a una regresión no lineal según la ecuación y = ymax(1-e-kobs*x) (Prism 5, Graphpad software). 
2.6.2. Parámetros cinéticos del estado estacionario de la reacción de 5´-dRP liasa de BsuLigD
Para determinar los parámetros cinéticos de la actividad 5´-dRP liasa de BsuLigD, se cuantificó la 
eliminación del extremo 5´-dRP en función de la concentración de sustrato, como está descrito (Longley 
et al., 1998; Prasad et al., 1998). De esta manera, se incubaron concentraciones crecientes de (0-2000 nM) 
del sustrato obtenido mediante la hibridación de los oligonucleótidos upstream sp1cddC y downstream 
Ph-U1 marcado en 3´, al oligonucleótido molde comp-sp1c/U4a con la enzima UDG para dar lugar a un 
DNA con un grupo 5´-dRP. Este sustrato se incubó con 50 nM de BsuLigD durante 30 minutos a 30ºC, tras 
lo cual las reacciones se estabilizaron añadiendo 100 mM NaBH4 del mismo modo que se ha descrito en 
el apartado 2.4 (Actividad AP-liasa de BsuKu). Las muestras fueron analizadas mediante electroforesis en 
gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y autorradiografía. La kobs (min
-1) se representó frente a la concen-
tración de DNA. La constante de Michaelis-Menten Km y la kcat se obtuvieron mediante una regresión no li-
neal por mínimos cuadrados ajustada a una hipérbola rectangular usando el software Prism 5 (Graphpad).
2.7. Ensayos de atrapamiento en presencia de NaBH4 
2.7.1. Ensayo de atrapamiento de BsuKu 
Este experimento se realizó en presencia de 228 nM de BsuKu, o de las proteínas mutantes de 
BsuKu K138A y K241A, según se indica, y 3,1 nM del oligonucleótido pU marcado en 3´ y previamente 
incubado con UDG (0,4 U). La adición de 100 mM de NaBH4 o NaCl fue inmediatamente posterior a la 
adición de la proteína. Cuando aparece indicado, la proteína BsuKu purificada se incubó con 0,05 U de 
trombina en su tampón de reacción durante 1 hora a 20ºC en un volumen total de 15 μl para eliminar el 
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tag de histidinas presente en su extremo N-terminal. La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 
25 μl en presencia de 30 mM HEPES (pH 7,5) y 4% glicerol. Tras una incubación de 30 minutos a 30ºC, 
las muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS, seguido por una 
tinción con el colorante azul de Coomassie y autorradiografía. 
2.7.2. Ensayos de atrapamiento de BsuLigD, PaeLigD y BsuLigDom
El híbrido marcado en 3´ pU/pG se trató con UDG (0,4 U) durante 15 minutos a 37ºC en presencia 
de 30 mM HEPES (pH 7,5), 4% glicerol. Tras esta incubación, se añadió 5 nM de hAPE1 y 1 mM MnCl2 
y se incubó durante 30 minutos a 37ºC. El DNA resultante (2,6 nM) se incubó con 95 nM de la proteína 
BsuLigD purificada y 10 μM de CTP durante 2,5 minutos, formándose la base de Schiff que se redujo 
al añadir 100 mM de NaBH4. Cuando se indica, la proteína BsuLigD purificada se incubó con 0,05 U de 
trombina en su tampón de reacción durante 1 hora a 20ºC en un volumen total de 15 μl para eliminar el tag 
de histidinas presente en su extremo N-terminal. Tras una incubación de 30 minutos en hielo, las muestras 
se analizaron como se ha explicado previamente.
Cuando se indica, se usó como sustrato aquel obtenido a partir de la hibridación de los oligonu-
cleótidos upstream sp1c y downstream U4al con el oligonucleótido molde comp-sp1c/U4a (4,1 nM). Este 
híbrido se incubó con UDG durante 15 minutos a 37ºC en presencia de 30 mM HEPES (pH 7,5), 4% gli-
cerol. El sustrato resultante (4 nM) se incubó con BsuLigD (100 mM), PaeLigD (100 mM) o BsuLigDom 
(147 nM) y las muestras se procesaron como se ha indicado previamente. 
2.8. Sedimentación de BsuKu en un gradiente de glicerol
La mezcla de incubación se realizó en un volumen final de 200 μl y contenía 5 μg de la proteína 
BsuKu purificada en 50 mM HEPES (pH 7,5).  La muestra se depositó en la parte superior de un gradiente 
continuo de glicerol del 15% al 30%. El gradiente, de 4 ml, se generó en un tampón que contenía 30 mM 
HEPES (pH 7,5), 20 mM sulfato amónico, 180 mM NaCl, 1 mM EDTA y 7 mM β-mercaptoetanol, y se 
sometió a ultracentrifugación durante 24 h, a 4ºC, y a 348134 x g en un rotor Beckman TST 60.4. Poste-
riormente, se recogieron 24 fracciones individuales desde la parte inferior del tubo para su posterior aná-
lisis. Las fracciones fueron analizadas por electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS tras 
lo cual el gel fue teñido con colorante azul de Coomassie. Por su parte, 5 μl de cada una de las fracciones 
recogidas se ensayaron individualmente en un experimento de AP-liasa.
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2.9. Ensayo de retraso en gel de agarosa de DNA plasmídico por BsuKu
El plásmido superenrollado pUC19 (2 μg) se incubó con 10 U de la nickasa Nt.BStNBI para ob-
tener la molécula relajada. El ensayo de unión a DNA se realizó incubando las cantidades indicadas de 
BsuKu con 100 ng del plásmido superenrollado o relajado en presencia de 50 mM HEPES (pH 7,5), 4% 
glicerol en un volumen final de 10 μl durante 60 minutos a temperatura ambiente. Cuando se indica, el 
complejo nucleoprotéico fue disociado mediante la adición a la mezcla de reacción de Proteinasa K y su 
posterior incubación durante 1 hora a 50ºC en presencia de 0,2% de SDS. Las muestras se analizaron en 
gel de agarosa al 0,7% y posterior tinción con bromuro de etidio. 
2.10. Actividad AP-liasa de BsuKu en sitios AP internos en el DNA
2.10.1. DNAs circulares
Los sitios AP se generaron tal y como está descrito (Neto et al., 1992). Los plásmidos superenro-
llados negativamente pUC19 y pcDNA3.1 se incubaron con 25 mM citrato sódico (pH 4,8), 250 mM KCl 
a 70ºC durante 1 hora en un volumen final de 50 μl. La reacción se paró mediante la adición de 1M Tris-
HCl pH 8 frío, seguido del cambio de este tampón por agua mediante la centrifugación con una columna 
del kit Qiaquik de Qiagen. El experimento de la actividad AP-liasa se llevó a cabo en un volumen final de 
10 μl en presencia de 50 mM HEPES (pH 7,5), 4% glicerol y 10 mM MgCl2, 100 ng del DNA no tratado 
(pcDNA3.1 y pUC19) o tratado (pcDNA3.1-AP y pUC19-AP) con una de las siguientes proteínas: 10 U 
de hAPE1, 10 U de EcoRI, 100 ng de BSA o las concentraciones indicadas de BsuKu. Las muestras se in-
cubaron durante 30 minutos a 30ºC para a continuación tratarse con 10 μg de Proteinasa K a 50ºC durante 
1 hora en presencia de 0,2% de SDS. Las muestras se analizaron en gel de agarosa al 0,7% y posterior 
tinción con bromuro de etidio.
2.10.2. DNA lineal
El oligonucleótido de 80-mer SU marcado en 3´, el cual posee una 2´-desoxiuridina en posición 
40, se hibridó a su complementario SU-comp, que está biotinilado en sus extremos 3´ y 5´ (ver tabla 1). 
Este híbrido (3,2 nM) se incubó con la enzima UDG (0,2 U) durante 15 minutos a 37ºC en presencia de 
30 mM HEPES (pH 7,5), 4% glicerol, en ausencia o presencia de estreptavidina (200 nM). Tras la incu-
bación, se añadieron las dosis indicadas de BsuKu y se incubó a 30ºC durante los tiempos indicados. La 
reacción se paró mediante la adición de 10 μg de Proteinasa K y su incubación posterior a 50ºC durante 1 
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hora en presencia de 0,2% de SDS. Las muestras se analizaron mediante electroforesis en gel de poliacri-
lamida al 20%-8 M urea y autorradiografía.
2.11. Ensayos de retraso en gel (EMSA)
 
La mezcla de reacción contenía 12 mM Tris-HCl (pH 7,5), 4% glicerol, 1 mM EDTA, 20 mM 
sulfato amónico, 0,1 mg/ml de BSA, 1 nM del fragmento de DNA de 216 pb descrito previamente y 
marcado en 5´, y las cantidades indicadas de cada proteína, en un volumen final de 20 μl. Para determinar 
la interacción entre BsuKu y BsuLigD mediante EMSA, el DNA se preincubó durante 10 minutos a 4ºC 
con 3 nM de BsuKu, tras lo cual se añadieron las concentraciones indicadas de BsuLigD. Las muestras 
se incubaron durante 10 minutos adicionales a 4ºC, y a continuación se sometieron a electroforesis en gel 
de poliacrilamida (80:1 monómero:bis) al 4% (p/v) el cual contenía 12 mM Tris-acetato (pH 7,5) y 1 mM 
EDTA. La electroforesis se llevó a cabo a 4ºC en el mismo tampón a 8 V/cm (Carthew et al., 1985). La 
autorradiografía mostró la formación del complejo DNA proteína como un retraso en la movilidad del 
sustrato marcado. 
2.12. Unión de moléculas de DNA de plásmidos lineales
La mezcla de reacción contenía 12 mM Tris-HCl (pH 7,5), 4% glicerol, 1 mM EDTA, 20 mM 
sulfato amónico, 0,1 mg/ml BSA, 100 ng del plásmido lineal indicado (pUC19 digerido con HindIII, AatII 
o SmaI), 0,2 mM ATP, 0,64 mM MnCl2, 100 ng de BsuLigD y/o BsuKu cuando se indica, en un volumen 
final de 20 μl. Tras una incubación a 30ºC durante 60 minutos la reacción se paró mediante la adición de 
0,2% SDS y 10 mM EDTA. Las muestras se incubaron con 10 μg de Proteinasa K durante 60 minutos a 
50ºC y fueron posteriormente analizadas en gel de agarosa al 0,7%. 
2.13. Determinación del grado de adenilación de BsuLigD
La mezcla de reacción contenía 12 mM Tris-HCl pH 7,5, 1 mM EDTA, 20 mM sulfato amónico, 
0,1 mg/ml BSA, 40 µM MnCl2, 300 fmol del sustrato que contiene un nick (híbrido de los oligonucleó-
tidos upstream sp1, downstream p-Dws y molde sp1c+13, ver tabla 1) y las concentraciones indicadas 
de BsuLigD en un volumen final de 12,5 µl. Tras una incubación de 6 horas a 30ºC, la reacción se paró 
mediante la adición de 10 mM EDTA. Las muestras se analizaron en gel de poliacrilamida al 20%-8 M 
urea y posterior autorradiografía. 
La estimación del grado de adenilación de BsuLigD se realizó mediante la representación gráfica del pro-
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ducto ligado frente la dosis de BsuLigD en el rango lineal, y mediante el posterior ajuste a una regresión 
lineal con el software Kaleidagraph 3.6.4.
2.14. Unión de moléculas de DNA con extremos parcialmente complementarios
La mezcla de reacción contenía 12 mM Tris-HCl (pH 7,5), 1 mM EDTA, 20 mM sulfato amónico, 
0,1 mg/ml BSA, 1,25 nM del híbrido marcado sp1CGG/sp1c y 2,5 nM de cada uno de los híbridos no 
marcados indicados que poseen una región 3´-protuberante, 71 nM de ambas proteínas de B. subtilis Ku 
y LigD, 0,64 mM MnCl2 y 100 nM del nucleótido indicado en un volumen final de 12,5 μl. La mezcla 
fue incubada durante 30 minutos a 30ºC tras lo cual se paró la reacción mediante la adición de 10 mM 
EDTA. Las muestras se analizaron mediante electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y 
autorradiografía.
2.15. Unión de moléculas de DNA parcialmente complementarias con sitios AP próximos al 
extremo 5´
El sustrato U4 marcado en su extremo 3´ se hibridó al oligonucleótido sp1cddC para dar lugar a un 
híbrido con una región 5´-protuberante de 7 nucleótidos (sustrato A en las figuras 30, 31 y 32). Este sus-
trato se incubó con la enzima UDG, tal y como se ha descrito previamente, para obtener una molécula que 
posee un sitio AP próximo a su extremo 5´. Cuando se indica, el DNA deglicosilado se incubó con hAPE1 
para dar lugar a un sustrato con un grupo dRP en su extremo 5´. Estos sustratos (0,68 nM) se incubaron 
en un volumen final de 15 μl en presencia de 30 mM HEPES (pH 7,5), 4% glicerol, 114 nM de BsuKu y/o 
114 nM de BsuLigD, 0,64 mM MnCl2, 1 nM del híbrido no marcado sp1c/U4c (sustrato upstream D en 
las figuras 30, 31 y 32) o del híbrido no marcado sp1c-1/U4c (sustrato upstream E en las figuras 30, 31 y 
32) y 10 μM del nucleótido indicado. Las muestras se incubaron durante 30 minutos a 30ºC tras lo cual la 
reacción se paró con la adición de NaBH4 y las muestras se procesaron como se ha indicado previamente 
y se analizaron mediante electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y autorradiografía.
 2.16. Restitución in vitro de un sustrato de BER con un gap de un nucleótido por BsuLigD
El oligonucleótido pU, marcado en 3´ o en 5´, se hibridó a su complementario pG para dar lugar 
a un dsDNA de 34-mer. Las reacciones, que se llevaron a cabo en un volumen final de 12,5 μl, contenían 
0,53 nM del híbrido de DNA, 30 mM HEPES (pH 7,5), 4% glicerol, 27 nM de UDG, 5 nM de hAPE1, 
0,64 mM MnCl2, y las concentraciones indicadas del nucleótido correspondiente. La reacción se inició 
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mediante la adición de 57 nM de la proteína BsuLigD purificada, tras lo cual las muestras se incubaron 
durante 30 minutos a 30ºC. Finalmente, se añadió 100 mM NaBH4 para parar la reacción, tras lo cual las 
muestras se procesaron como se ha indicado. Las muestras fueron analizadas mediante electroforesis en 
gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y autorradiografía.
2.17. Actividad 5´-dRP liasa de BsuLigD en intermediarios de BER rellenos
Los híbridos que imitan un sustrato de BER con el gap relleno obtenidos mediante la hibridación 
de los oligonucleótidos upstream sp1c o sp1cddC y downstream Ph-U1 al oligonucleótido molde comp-
sp1c/U4a, se incubaron con la enzima UDG durante 15 minutos a 37ºC, en presencia de 30 mM HEPES 
(pH 7,5), 4% glicerol. Tras esto, se añadió 3,5 nM de EndoIII o 60 nM de la LigD indicada (PaeLigD o 
BsuLigD) o 216 nM de BsuLigDom en ausencia o presencia de 0,64 mM MnCl2, tal y como se indica. 
En el experimento realizado con las proteínas mutantes de BsuLigD (wild-type, K24A, K189A, K206A, 
K208A y E184A) se incubó 28 nM de la proteína indicada en presencia de 0,64 mM de MnCl2. Las mues-
tras se incubaron durante 30 minutos a 30ºC tras lo cual se procesaron y analizaron como se ha descrito 
anteriormente.
2.18. Actividad AP-liasa de BsuLigD 
2.18.1. Sustratos tipo flap con una 2´-desoxiuridina o un THF
Se incubaron los híbridos constituidos por los oligonucleótidos upstream sp1 y downstream HU 
(que contiene una 2´-desoxiuridina en posición 19) o H (que contiene un THF en la misma posición) al oli-
gonucleótido molde comp-sp1/H (0,53 nM) con 27 nM de UDG durante 15 minutos a 37ºC en presencia 
de 30 mM HEPES (pH 7,5) y 4% glicerol. A continuación se añadió a la mezcla 3,5 nM de EndoIII, 5 nM 
de hAPE1 o concentraciones crecientes de BsuLigD y se incubó 30 minutos a 30ºC. La reacción se paró al 
añadir 100 mM NaBH4 y las muestras se procesaron y analizaron como se ha descrito.
2.18.2. Sustratos de dsDNA con extremos romos o 5´-recesivos
El sustrato romo empleado se obtuvo al hibridar el oligonucleótido pU a su complementario pG. 
Los sustratos 5´-recesivos se obtuvieron mediante las siguientes hibridaciones: U4al y comp-U4al+4; 
U4al-CUC y comp-GGG; U4al-TUT y comp-AAA; U4al-GUG y comp-CCC y U4alCUG y comp-GCC-
3´ddC. Los oligonucleótidos pU, U4al, U4al-CUC, U4al-TUT, U4al-GUG, U4al-CUG y 44mer se mar-
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caron en su extremo 3´. Los híbridos (indicados específicamente en cada experimento) se pretrataron con 
UDG durante 15 minutos a 37ºC en presencia de 30 mM HEPES (pH 7,5), 4% glicerol, tras lo cual se 
incubaron con 114 nM de BsuLigD, 5 mM de MnCl2 cuando se indica, 10 μM de cada uno de los NTPs 
(ATP, CTP, GTP o UTP) cuando se indica y 5 nM de uno de los híbridos de DNA no marcado constitui-
dos por los oligonucleótidos sp1CGG/sp1c o sp1ACC/sp1c cuando se indica. Tras una incubación de 30 
minutos a 30ºC la reacción se paró al añadir NaBH4 100 mM y las muestras se procesaron y analizaron 
como se ha descrito.
Para estudiar la estimulación de la actividad AP-liasa de BsuLigD por BsuKu, 0,83 nM del híbrido 
constituido por los oligonucleótidos U4al-GUG y comp-CCC se pretrató con UDG como se ha indicado 
previamente. A continuación se incubó con 57 nM de BsuLigD, 114 nM de BsuKu, en presencia de 5 mM 
de MnCl2, 10 μM de ATP o GTP según se indica, y 4,1 nM del DNA no marcado obtenido mediante la 
hibridación de los oligonucleótidos sp1CTTGCTG y sp1c cuando se indica. Tras una incubación de 30 
minutos a 30ºC la reacción se paró al añadir NaBH4 100 mM y las muestras se procesaron y analizaron 
como se ha descrito.
2.19. Ensayo de resistencia de las esporas a desecación extrema [ultrahigh vacuum (UHV)]
Las esporas se inmovilizaron en monocapas en discos de acero inoxidable de 7 mm y fueron 
expuestas durante 7 días a desecación extrema (UHV) producida por una bomba de captador de iones 
(4001/s; Varian SpA, Torino, Italia) alcanzándose una presión final de 3 x 10-6 Pa (Horneck, 1993; Moeller 
et al., 2007; Vlašić et al., 2014). Las esporas inmovilizadas en discos de cuarzo se recuperaron emplean-
do una solución acuosa de alcohol polivinílico al 10%, tal y como está descrito (Horneck, 1993; Moeller 
et al., 2007). Se plaquearon las diluciones apropiadas de las muestras de esporas tratadas y sin tratar en 
placas de NB agar para contar UFCs como medida de la supervivencia de las esporas. Las UFCs de las 
esporas sin tratar se tuvieron en cuenta para considerarse como el 100% de la supervivencia. Este expe-
rimento se realizó por triplicado. Las UFCs de las esporas sometidas a UHV se dividieron entre la media 
del valor de UFC de las muestras de esporas no tratadas para obtener la supervivencia tras el daño. Los 
datos presentados se expresan como medias con su desviación estándar. El porcentaje de supervivencia de 
las esporas tratadas se comparó estadísticamente mediante un test de t-Student y se consideraron estadís-
ticamente significativas las diferencias con p-valor ≤ 0,05 (Horneck, 1993; Moeller et al., 2007; Vlašić et 
al., 2014). Estos experimentos fueron realizados por nuestros colaboradores Katja Nagler, Marina Raguse 
y el Dr. Ralf Moeller (German Aerospace Center, Colonia, Alemania).
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2.20. Experimentos de bypass de lesiones en gaps de un nucleótido
Para realizar los experimentos de inserción de nucleótidos frente a distintas lesiones en el molde 
de estructuras tipo gap se incubó 4,8 nM de cada sustrato marcado en 5´ con el fluoróforo Cy5: sin daño 
(híbrido de los oligonucleótidos upstream Cy5-pber, downstream 5pGpber Dws y molde T4), con OH-C 
(híbrido de los oligonucleótidos upstream Cy5-pber, downstream 5pGpber Dws y molde hy-C), con Tgly 
(híbrido de los oligonucleótidos upstream Cy5-pber, downstream 5pGpber Dws y molde T-gly), con 8oxo-
dG (híbrido de los oligonucleótidos upstream Cy5-pber, downstream 5pTpber Dws y molde 8oxoG2) y 
con THF (híbrido de los oligonucleótidos upstream Cy5-pber, downstream 5pGpber Dws y molde H) con 
2,3 nM de la proteína mutante BsuLigD E184A con las concentraciones indicadas de cada NTP (ATP, 
CTP, GTP y UTP) en presencia de 5 mM de MnCl2. Los distintos tiempos de incubación para cada sustrato 
fueron los que se indican en cada figura. Las reacciones se pararon mediante la adición a la mezcla de 20 
mM EDTA y 95% formamida. Finalmente, las muestras fueron analizadas mediante electroforesis en gel 
de poliacrilamida al 20%-8 M urea y visualizadas utilizando un escáner Typhoon 9410 (GE Healthcare). 
Se llevó a cabo la cuantificación mediante análisis densitométrico de las bandas correspondientes a los 
productos elongados.  
Para analizar la inserción de nucleótido frente a distintas lesiones en el molde de una molécula con 
estructura tipo gap y la posterior ligación, se emplearon los mismos sustratos indicados arriba: sin daño, 
con OH-C, con Tgly, con 8oxodG y con THF. Se incubó 4,8 nM de cada híbrido de DNA con 11,4 nM de 
la proteína wild-type BsuLigD en presencia de 40 μM de MnCl2 a las concentraciones indicadas en cada 
caso de cada NTP (ATP, CTP, GTP y UTP) y durante los tiempos señalados. Las reacciones se pararon 
mediante la adición a la mezcla de 20 mM EDTA y 95% formamida y las muestras se analizaron como se 
ha indicado previamente. Se llevó a cabo la cuantificación mediante análisis densitométrico de las bandas 




Procesamiento eficiente de sitios AP por proteínas Ku 





La proteína Ku bacteriana, estudiada en especies de Bacillus, Mycobacterium y Pseudomonas, se 
une a los extremos del DNA que surgen tras la rotura de sus dos cadenas y recluta a la LigD (Weller et al., 
2002; Della et al., 2004; Wright et al., 2010; Zhu y Shuman, 2010; de Vega, 2013; Kushwaha y Grove, 
2013a, 2013b). La proteína Ku humana, por su parte, también desempeña ambas funciones: reconoce los 
extremos del DNA y une distintas proteínas que intervienen en la NHEJ. Sin embargo, recientemente se 
ha descrito que además tiene actividad AP-liasa, y por tanto es capaz de eliminar sitios AP próximos a 
DSBs para permitir la ligación de los extremos que contengan dicha lesión (Roberts et al., 2010; Strande 
et al., 2012). Esta actividad reside en el dominio vWA, en la región N-terminal de la subunidad Ku70 de 
la proteína (ver figura 4). Dicho dominio no está presente en las proteínas Ku bacterianas, por lo que la 
presencia de una actividad AP-liasa en estas no era predecible a priori. Pese a esto, se analizó la potencial 
capacidad de BsuKu de reconocer y escindir sitios AP en el DNA. 
1. BsuKu posee una actividad AP-liasa intrínseca
Las proteínas de reparación de DNA que poseen una actividad AP-liasa reconocen los sitios AP 
e inciden en su extremo 3´ en una reacción independiente de metal, que puede ser de β-eliminación o de 
β,δ-eliminación. Cuando la reacción es de tipo β-eliminación, los extremos generados son 5´-P y 3´-PUA. 
Por el contrario, si ocurre una β,δ-eliminación, se generan grupos -P tanto en 5´ como en 3´. Por otra 
parte, y tal y como se ha mencionado en la Introducción, cuando los sitios AP son reconocidos por una 
AP-endonucleasa, se generan extremos 5´-dRP y 3´-OH (véase la figura 11) (Khodyreva y Lavrik, 2011). 
Como resultado de la acción de estas enzimas, se genera una SSB en el DNA, cuyos extremos 5´ y/o 3´ 
contienen grupos químicos que deben ser procesados para la reparación de la lesión. 
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of these lesions increases dramatically with intensive
oxidative stress, Xray and UV irradiation, and other
impacts. The absence of the coding base in a DNA
template may lead to the inhibition of DNA and RNA
polymerases and to mononucleotide substitutions and
deletions/insertions, provided that the mechanisms of
translesion synthesis (TLS, the DNA synthesis
through lesion) are involved. The chemical reactivity
of the AP sites is the cause of DNA breaks and DNA
protein and DNA–DNA crosslinks [35]. All of the
above provides a high mutagenicity and cytotoxicity of
such damages.
The main enzyme in mammalian cells, which
cleaves APsites and initiates their repair by the base
excision repair (BER) mechanism, is apurinic/apyri
midinic endonuclease 1 (APE1). The observed ability
of Tdp1 to hydrolyze AP sites suggests its participation
in BER as the enzyme alternative to APE1 in this pro
cess. This assumption was based on the fact of reveal
ing Tdp1 in the complexes with several BER proteins,
i.e., DNA polymerase β, poly(ADPriboso)poly
merase 1, PNKP, and in the DNAligase III/XRCC1
complex [36–38].
APE1 and Tdp1 hydrolyze AP sites in a DNA
duplex with the formation of different DNA termini.
APE1 forms the break with the 3'OH and 5'dRib
phosphate (5'dRibP) groups, while Tdp1 generates
the mononucleotide gap with the phosphate groups at
the 3' and 5' ends (3'Р and 5'Р, respectively) (Fig. 1).
Among the APcleaving enzymes, there are also
bifunctional DNA glycosylases (e.g., Neil1) and AP
lyases (e.g., EndoIII in E. coli). In the former case,
hydrolysis of the AP sites is carried out by the mecha
nism of βδelimination with the formation of the
mononucleotide gap with the 3'Р and 5'Р termini
(Fig. 1). AP lyases function by the mechanism of β
elimination, which leads to the formation of the DNA
break flanked with 5'Р and 3'phosphoα, βunsatur
ated aldehyde (Fig. 1). The subsequent processing of
the 3'end can be performed by APE1 and Tdp1with
the formation of the 3'OH and 3'P groups, respec
tively [33, 39].
The above observations suggest that the cleavage of
the AP site by Tdp1 occurs through the APlyase
mechanism with a subsequent removal of 3'phospho
α, βunsaturated aldehyde. However, this assumption
contradicts the ability of Tdp1 to hydrolyze DNA con
taining the synthetic analogue of the AP site, i.e., the
3hydroxy2hydroxymethyl tetrahydrofuran
(hhTHF) residue, because AP lyases do not have this
function [33]. Consequently, Tdp1 hydrolyzes the AP
site by another mechanism. Most likely, Tdp1 cleaves
the phosphodiester bond to form 3'P and 5'dRib at
the cleavage ends. The residue bearing 5'dRib is
extremely unstable in the absence of the phosphate
group and is spontaneously hydrolyzed, while the
more stable hhTHFcontaining residue should be
retained at the 5' end of the break.
The structure of the ends of cleaved DNA formed
by Rdp1 was determined using the 3' or 5' radioactively
labeled DNA molecules containing the hhTHF resi
due or the native AP site with uracil excision generated
by uracylDNA glycosylase [40]. It was found that the
cleavage of the native AP site leads to the formation of
the break with the phosphate groups on both ends,
while the cleavage of hhTGF leads to the break with
the 3'phosphate and 5'hhTHF groups. It was also
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Fig.1. Scheme of hydrolysis of AP site by different enzymes. AP-liasa 
β,δ-eliminación  
AP-liasa 
β-eliminación  AP-endonucleasa 
(Sitio AP) 
(PUA) (dRP) 
Figura 11. Esquema del procesamiento de un sitio AP por enzimas AP-liasa (β-eliminación o β,δ-eliminación) o 
AP-endonucleasa [adaptado de (Rechkunova et al., 2015)].
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Teniendo en cuenta los estudios previos realizados con la proteína Ku humana, se quiso analizar la 
capacidad de la proteína homóloga BsuKu de reconocer e introducir un nick sobre sitios AP internos. Para 
ello, se empleó un oligonucleótido de DNA de banda simple de 34-mer que contenía una 2´-desoxiuridina 
en posición 16. Al incubar el oligonucleótido con la enzima UDG se genera un sitio AP natural, que puede 
ser procesado por enzimas con actividad AP-liasa (como la EndoIII de E. coli) o AP-endonucleasa (como 
la hAPE1) (figura 12A). En la figura 12B se observa que la incubación de este sustrato con la hAPE1 en 
presencia del catión Mn2+, da lugar a un producto de 15-mer con un grupo -OH en su extremo 3´ como 
consecuencia de la hidrólisis del enlace fosfodiéster 5´ a la lesión (Krwawicz et al., 2007). Por el contra-
rio, la incubación de este DNA con la enzima EndoIII de E. coli, da lugar a un producto que migra más 
lentamente, debido a la presencia del grupo PUA en el extremo 3´ generado por la incisión en 3´ del sitio 
AP. Cuando se incubó el DNA que contiene el sitio AP con concentraciones crecientes de BsuKu en au-
sencia de metal, se obtuvo un producto cuya movilidad electroforética coincidía con la del obtenido tras la 
incubación con la EndoIII. El hecho de que BsuKu incida sobre la región 3´ del sitio AP en una reacción 
independiente de metal, sugiere que esta proteína posee una actividad AP-liasa intrínseca. BsuKu también 
es activa sobre sitios AP internos en moléculas de dsDNA, aunque sobre este tipo de sustrato la actividad 
es menos eficiente, tal y como se deduce de las constantes observadas (kobs) sobre ssDNA (0,011 ± 1,5 x 
10-3 min-1) y dsDNA (5 x 10-3 ± 5 x 10-4 min-1) (figura 13). 
A 
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  CTGCAGCTGATGCGCUGTACGGATCCCCGGGTAC 
  CTGCAGCTGATGCGC--GTACGGATCCCCGGGTAC 
-3´ 5´ 32P-  
UDG U 
EndoIII hAPE1 
15mer 3´-OH 15mer 3´-PUA 
16                                          34













Figura 12. BsuKu incide sobre el enlace fosfodiéster 3´ al sitio AP. (A) Esquema de la reacción. El oligonucleótido 
pU (que contiene una 2´-desoxiuridina en posición 16) se marcó en 5´ (véase Materiales y Métodos) y se trató con 
la enzima UDG, generándose un sitio AP natural. (B) El sustrato pretratado con UDG se incubó con hAPE1, que 
hidroliza en 5´ del sitio AP, con EndoIII, que actúa en 3´ y con concentraciones crecientes de BsuKu (9, 18, 36, 
72 y 142 nM) durante 1 hora a 30ºC, tal y como se describe en Materiales y Métodos. c: DNA de partida de la 
reacción. Tras la incubación con hAPE1, EndoIII y BsuKu las muestras se analizaron por electroforesis en gel de 
poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Las posiciones de los productos aparecen indicadas.
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El resultado observado en la figura 12 sugiere que la proteína procesa el sitio AP mediante una 
reacción de β-eliminación y no una β,δ-eliminación, ya que en este último caso el producto generado 
migraría más que aquel obtenido al incubar con la AP-endonucleasa hAPE1, debido a la presencia de un 
grupo fosfato en 3´ (véase la figura 11). Para confirmar la presencia de una actividad AP-liasa en BsuKu, 
la proteína se incubó con un oligonucleótido en cuya posición 19 hay un THF que es un análogo estable de 
un sitio AP, resistente específicamente a su procesamiento por β-eliminación, pero no por endonucleolisis 
(Matsumoto y Kim, 1995; Khodyreva y Lavrik, 2011). En la figura 14 se observa como, a diferencia de la 
actividad endonucleolítica de la hAPE1 que hidroliza este sustrato en el sitio AP, la actividad de BsuKu se 
encuentra inhibida al igual que la de EndoIII, lo cual permite confirmar que la reacción que está llevando 
a cabo BsuKu es de β-eliminación. 
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Figura 13. Actividad AP-liasa de BsuKu sobre sustratos de DNA de banda simple y banda doble con un sitio 
AP. El oligonucleótido pU, marcado en 3´ con 32P-cordicepina (veáse Materiales y Métodos) contiene un sitio AP 
en posición 16. Este sustrato se ensayó en banda simple (ssDNA, panel izquierdo) o formando un híbrido con el 
oligonucleótido complementario pG (dsDNA, panel derecho) (véase Materiales y Métodos). Tras la incubación con 
UDG se generaron sustratos que contienen un sitio AP natural, tal y como se deduce del cambio de movilidad del 
producto en el control Alk. (el DNA pretratado con UDG se hidroliza en presencia de NaOH). Tras la incubación 
de estos sustratos que contienen un sitio AP con BsuKu (228 nM) durante 4, 8, 15, 30, 60, 120 y 180 minutos, las 
muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se 
indican las posiciones 35-mer (sustrato de partida) y 19-mer (producto tras la actividad AP-liasa). 
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En las proteínas con actividad AP-liasa que llevan a cabo una reacción de β-eliminación, el grupo 
ε-NH2 de la lisina nucleofílica forma una base de Schiff con el C1´ de la desoxirribosa. En presencia del 
agente reductor NaBH4 este intermediario se reduce, dando lugar a un complejo covalente DNA-enzima 
en una reacción irreversible (David y Williams, 1998; Williams y David, 1998; McCullough et al., 1999; 
Piersen et al., 2000; Khodyreva y Lavrik, 2011). Como se muestra en la figura 15, BsuKu forma un com-
plejo estable con un oligonucleótido marcado en 3´ que contiene un sitio AP en posición central (panel 
superior de la figura 15A). Esta reacción es dependiente de la adición de NaBH4 así como de la presencia 
de un sitio AP en el DNA. Cuando se incuba la proteína en ausencia del agente reductor, y con una con-
centración equimolar de NaCl, no se observan bandas radiactivas correspondientes al complejo DNA-
enzima (panel inferior de la figura 15A). Para comprobar que la actividad AP-liasa observada es intrínseca 
de BsuKu y no de un posible contaminante procedente de la bacteria de expresión E. coli, aprovechamos 
que la proteína BsuKu purificada tenía fusionado a su extremo N-terminal un tag de seis histidinas unido 
al resto de la cadena polipeptídica a través de una diana para la proteasa trombina. En la figura 15B se 
puede observar cómo la incubación con trombina provoca que la movilidad electroforética de la proteína 
purificada sea mayor (paneles superiores de la figura 15B), así como la del complejo DNA-enzima (pane-
les inferiores de la figura 15B), indicando que, efectivamente, la actividad AP-liasa es inherente a BsuKu. 
Figura 14. BsuKu lleva a cabo una 
β-eliminación. El oligonucléotido H marcado en 3´ 
(Materiales y Métodos) presenta en la posición 19 
un THF (análogo de sitio AP resistente a la reacción 
de β-eliminación; véase Materiales y Métodos). 
Este sustrato se incubó en presencia de hAPE1, 
EndoIII o BsuKu (228 nM) durante 1 hora a 30ºC 
y las muestras se analizaron por electroforesis en 
gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 
autorradiografía. c: DNA de partida de la reacción. 
Aparece indicada la posición del producto obtenido 
tras la incubación con la hAPE1 (16-mer 5´-dRP).
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Otra prueba que apoya la presencia intrínseca de una actividad en una enzima es la cosedimenta-
ción de ambas, actividad y proteína, tras una ultracentrifugación a través de un gradiente de glicerol. Así, 
BsuKu se centrifugó en un gradiente del 15%-30% glicerol y las fracciones obtenidas fueron analizadas 
por electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS y posterior tinción con azul de Coomassie 
  CTGCAGCTGATGCGCUGTACGGATCCCCGGGTAC 
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Figura 15. Formación de complejos BsuKu-DNA. (A) La formación del complejo DNA-enzima es dependiente de 
la presencia de un sitio AP. Se incubó BsuKu (228 nM) con 3,1 nM del oligonucleótido pU marcado en su extremo 3´ 
(panel superior) sin tratar (sin sitio AP) y tratado con UDG (con sitio AP) en presencia de NaCl o NaBH4 (100 mM). 
Las muestras fueron analizadas por electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS y la autorradiografía 
que muestra la formación del complejo se observa en el panel inferior. (B) El complejo con el DNA observado 
corresponde a BsuKu. La reacción de formación del complejo DNA-enzima se llevó a cabo en presencia de 228 nM 
de BsuKu y 3,1 nM del oligonucleótido pU marcado en 3´ en cuya posición 16 hay un sitio AP natural. En los paneles 
superiores se muestra la tinción con azul de Coomassie tras la electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% 
SDS. En los paneles inferiores se observa la autorradiografía correspondiente a la formación del complejo proteína-
DNA tras la separación electroforética. En la figura aparecen indicadas las muestras que se incubaron con el tampón 
de reacción (BR) de la trombina o con 0,05 U de trombina a 20ºC durante 1 hora.
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(figura 16, panel superior). Las fracciones 11-18 fueron ensayadas individualmente en la actividad AP-
liasa (figura 16, panel inferior), para lo que se utilizó un oligonucleótido que posee una 2´-desoxiuridina 
en posición 16, marcado en 3´ y pretratado con UDG (véase Materiales y Métodos). La figura 16 muestra 
que el máximo de actividad AP-liasa se alcanza en las fracciones 14 y 15, coincidiendo con el máximo de 
masa de proteína, lo cual es una prueba más de que la actividad AP-liasa es intrínseca de BsuKu. 
2. BsuKu posee actividad 5´-dRP liasa
Una vez analizada la actividad AP-liasa de BsuKu, se quiso estudiar si BsuKu podía también es-
cindir un grupo 5´-dRP como los que resultan tras la hidrólisis de un sitio AP por una AP-endonucleasa. 
Para ello, se empleó un sustrato de dsDNA que contenía una 2´-desoxiuridina en posición central de la 
cadena marcada radiactivamente en su extremo 3´. El sustrato, pretratado con UDG, fue posteriormente 
incubado con la enzima hAPE1, dando lugar a una molécula con un nick cuyo producto 3´ posee en su ex-
11    12    13     14     15     16     17      18 
Gradiente de glicerol de BsuKu purificada 
Actividad AP-liasa 
BsuKu      
35mer            
19mer      
Fracciones 
Figura 16. La actividad AP-liasa de BsuKu es intrínseca. Tras la centrifugación de BsuKu en un gradiente 
de glicerol del 15%-30% (panel superior), se incubaron 5 μl de cada una de las fracciones 11 a 18 con el 
oligonucleótido pU (véase Materiales y Métodos) marcado en su extremo 3´ y pretratado con UDG, durante 2 horas 
a 30ºC. La reacción se paró mediante la adición de NaBH4 (100 mM) y se analizó en gel de poliacrilamida al 20%-8 
M urea y posterior autorradiografía. Se indica la posición del producto de 19-mer de la reacción. 
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tremo 5´ un grupo dRP (figura 17A). Tal y como se puede observar en la figura 17B (carril c) este producto 
se mantiene estable a lo largo de la reacción. Como control de la reacción, el sustrato se sometió a la bien 
caracterizada actividad 5´-dRP de Pol λ (Garcı́a-Dı́az et al., 2001), que genera un producto cuya movilidad 
electroforética es mayor a la del sustrato (Figura 17B). Como se puede observar en la figura, BsuKu es 
capaz de eliminar el grupo 5´-dRP, como se deduce de la reducción del tamaño del sustrato marcado en 3´ 
(kobs= 0,06 ± 0,02 
 min-1). 
3. La actividad AP-liasa no es exclusiva de BsuKu
Teniendo en cuenta la inesperada presencia de una actividad AP-liasa en BsuKu, se quiso analizar 
si esta actividad es exclusiva de esta, o si por el contrario otras proteínas Ku bacterianas también la poseen. 
Para ello, se escogió la proteína ortóloga de la bacteria Gram-negativa P. aeruginosa (PaeKu), ya que este 
organismo ha sido utilizado como modelo de estudio de la ruta de NHEJ bacteriana durante años (Pitcher 
et al., 2007a; Shuman y Glickman, 2007). PaeKu se clonó en el plásmido de expresión pET28a(+) y fue 
expresada en la cepa de E. coli BL21(DE)3 como se describe en Materiales y Métodos. Como se puede 






















Figura 17. Actividad 5´-dRP liasa de BsuKu. (A) Representación esquemática de las actividades AP-endonucleasa 
(hAPE1) y 5´-dRP liasa (BsuKu) sobre un sustrato que contiene un sitio AP natural generado mediante la incubación 
de un híbrido de DNA marcado en 3´(oligonucleótidos pU y pG, véase Materiales y Métodos) con la UDG. (B) El 
sustrato tratado con UDG (a) es incubado con hAPE1 para dar lugar a un producto de 19-mer con un grupo dRP en 
su extremo 5´ (b). Este producto permanece estable durante toda la reacción (c). El sustrato de 19-mer-dRP se incubó 
con 228 nM de Pol λ o BsuKu y las muestras se analizaron en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 




observar en la figura 18A, cuando se lleva a cabo un ensayo con extractos bacterianos en los que se ha 
sobreexpresado la proteína PaeKu, en presencia de NaBH4 se forma un complejo estable con un DNA que 
contiene un sitio AP, complejo ausente en los extractos no inducidos. La diferente movilidad del complejo 
tras la digestión con trombina demuestra que la proteína PaeKu expresada es la que ha formado el comple-
jo con el DNA que porta el sitio AP. Por otra parte, al incubar dosis crecientes de la proteína PaeKu purifi-
cada con el DNA que contiene un sitio AP se observa como, en ausencia de cationes divalentes se obtiene 
un producto con idéntica movilidad electroforética al obtenido por BsuKu (figura 18B). Estos resultados 
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Figura 18. La proteína Ku de la bacteria Gram-negativa P. aeruginosa posee actividad AP-liasa. (A) Formación 
del complejo PaeKu-DNA. Los paneles superiores muestran la expresión de la proteína recombinante PaeKu. Para 
una mejor visualización de la inducción de PaeKu se cargaron 15 y 6 μg del extracto celular no inducido (NI) e 
inducido (Ind.), respectivamente. En los paneles inferiores se muestra la autorradiografía en la que se observa la 
formación del complejo DNA-proteína después de la separación en electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-
0,1% SDS. Las reacciones se llevaron a cabo como se describe en Materiales y Métodos, incubando 3,1 nM del 
oligonucleótido pU marcado en 3´ y que contiene un sitio AP (tras la incubación con UDG) en presencia de 100 
mM NaBH4 y de 1,7 µg del extracto bacteriano no inducido o de 0,7 µg del extracto inducido. Cuando se indica, 
los extractos fueron previamente tratados, bien con el tampón de reacción (BR) de trombina, bien con 0,05 U de 
trombina durante 1 hora a 20ºC. (B) Actividad AP-liasa de PaeKu. Se incubó 3,1 nM del oligonucleótido pU marcado 
en 3´ y que contiene un sitio AP en la posición 16 (después del tratamiento con la UDG) con las proteínas BsuKu 
(228 nM) o PaeKu (14, 28, 57, 114, 228 nM) durante 1 hora a 30ºC como se describe en Materiales y Métodos. 
Carril c: control del DNA tras el tratamiento con la UDG. Tras la incubación, las muestras se analizaron en gel de 
poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Las posiciones de los productos aparecen indicadas. 
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4. Búsqueda de los residuos responsables de la actividad AP/5´-dRP liasa de BsuKu
Tal y como se ha explicado anteriormente, en las proteínas con actividad AP-liasa que llevan a 
cabo una reacción de β-eliminación, el grupo ε-NH2 de la lisina nucleofílica forma una base de Schiff con 
el C1´ de la desoxirribosa. Para intentar dilucidar qué lisina puede ser la responsable de la actividad AP/5´-
dRP liasa de BsuKu, se realizó un alineamiento múltiple de secuencia de la proteína Ku de distintas espe-
cies bacterianas filogenéticamente alejadas (figura 19A). Los residuos conservados en todas las especies 
analizadas aparecen sobre fondo negro, mientras que aquellos que aparecen conservados en la mayoría de 
las especies analizadas aparecen sombreados en gris. Entre todos los residuos marcados destacaron dos 
lisinas, que aparecían conservadas en un mayor número de especies analizadas, y correspondientes a la 
Lys138 y la Lys241 de BsuLigD (señaladas en la figura con un círculo y un asterisco, respectivamente). Se 
realizó un modelado estructural de la proteína BsuKu utilizando como molde el heterodímero eucariótico 
Ku70/80 para determinar la posición de estas lisinas, que como se puede observar en la Figura 19B, se 
encuentran en la parte externa del anillo central de unión al DNA del homodímero. Ambos residuos se 





En la figura 20A se observa como ambos mutantes procesan el sitio AP natural del oligonucleótido 
representado en el panel superior de la figura del mismo modo que lo hace la proteína wild-type, lo que 
parece indicar que ninguna de las dos lisinas cambiadas parece ser la responsable de la actividad. Para 
confirmar este resultado, se llevó a cabo el ensayo de atrapamiento en presencia de NaBH4. Tal y como 
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Figura 19. Búsqueda de residuos responsables de la actividad AP/5´-dRP liasa. (A) Alineamiento múltiple de 
secuencia de proteínas Ku procarióticas. Debido al elevado número de secuencias, se alinearon únicamente las más 
representativas. Los nombres de los organismos se han abreviado como sigue: Bsu, B. subtilis (referencia NCBI: 
NC_000964.3); Afu, Archaeoglobus fulgidus (referencia NCBI: NP_070554.1); Cst, Clostridium stercorarium 
(referencia NCBI: YP_007373202.1); Pae, P. aeruginosa (referencia GenBank: EZN98627.1); Mtu, M. tuberculosis 
(referencia GenBank: KBZ88696.1); Tma, Thermoanaerobacter mathranii (referencia NCBI: YP_003677551.1); 
Sme, Sinorhizobium meliloti (referencia NCBI: YP_006842588.1); Dti, Desulfomoniletiedjei (referencia NCBI: 
YP_006447310.1); Dru, Desulfotomaculum ruminis (referencia NCBI: YP_004545398.1); Bdi, Bradyrhizobium 
diazoefficiens (referencia NCBI: NP_768228.1); Bhi, Bordetella hinzii (referencia GenBank: KCB25507.1); 
Cwo, Conexibacter woesei (referencia NCBI: YP_003393615.1); Jan, Janthinobacterium sp. (referencia NCBI: 
WP_017875901.1); Ppu, Pseudomonas putida (referencia NCBI: WP_004374467.1); Pno, Pusillimonas 
noertemannii (referencia NCBI: WP_017523500.1). Los residuos conservados aparecen indicados en negrita sobre 
un fondo gris (si aparece en el 70% de las secuencias alineadas) o sobre un fondo negro (si aparece en el 100%). 
Los residuos de lisina que están moderada (Lys138 en BsuKu) y altamente conservados (Lys241 en BsuKu) se 
indican con un círculo negro o un asterisco respectivamente. (B) Representación del modelo estructural de BsuKu 
y localización de los residuos Lys138 y Lys241. El modelo fue proporcionado por el servidor de modelado por 
homología Swiss-Model, utilizando como molde la estructura cristalográfica del heterodímero eucariótico Ku70/80 
[PDB IB 1JEY (Walker et al., 2001)]. Los dos monómeros de BsuKu se representan en azul y gris, el DNA en 




sitio AP en presencia del agente reductor NaBH4, por lo que los residuos Lys138 y Lys241 no son los res-
ponsables de la actividad AP-liasa de BsuKu. 
5. La actividad AP-liasa de BsuKu puede actuar sobre sitios AP internos en molécu-
las de DNA sin extremos
Teniendo en cuenta la ausencia de extremos en el genoma bacteriano, el procesamiento de sitios 
AP por BsuKu requeriría la unión de la proteína a sitios internos del cromosoma. Por este motivo se 
analizó la potencial habilidad de BsuKu  de unirse a un DNA carente de extremos libres. Para ello, se 
incubaron dosis crecientes de BsuKu con el plásmido pUC19 superenrollado (figura 21A). Al aumentar la 
dosis de proteína se observa un retraso en la movilidad electroforética del plásmido, lo cual indica que la 
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Figura 20. La Lys138 y la Lys241 de BsuKu no son responsables de la actividad AP-liasa de la proteína. (A) 
Actividad AP-liasa de los mutantes K138A y K241A de BsuKu. El oligonucleótido pU marcado en 3´ se incubó con 
la UDG generándose un DNA con un sitio AP natural en posición 16 (véase Materiales y Métodos). Este sustrato se 
incubó con la proteína BsuKu wild-type, así como con las proteínas mutantes K138A y K241A (228 nM) durante 
8, 15, 30, 60 y 120 minutos. c: DNA utilizado en la reacción. Las muestras se analizaron por electroforesis en gel 
de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se indican las posiciones 35-mer (sustrato inicial) 
y 19-mer (producto tras la actividad AP-liasa). (B) Formación del complejo DNA-enzima en presencia de NaBH4 
con los mutantes K138A y K241A de BsuKu. El experimento se realizó como se describe en Materiales y Métodos: 
la reacción de formación del complejo DNA-enzima se llevó a cabo en presencia de 228 nM de cada una de las 
proteínas (wild-type, K138A y K241A) y 3,1 nM del oligonucleótido pU marcado en 3´ en cuya posición 16 hay 




de la migración del DNA no es artefactual debida a un cambio conformacional del plásmido por roturas 
espontáneas ocurridas en el transcurso de la reacción, el DNA se trató posteriormente con Proteinasa K, 
recuperándose la movilidad original del sustrato. De la misma manera, BsuKu forma un complejo con 
DNA circular relajado (figura 21B). Estos resultados sugieren que, además del modo canónico de unión 
al DNA descrito, en el que BsuKu “enhebra” el DNA a través de su anillo central, la proteína es capaz de 
unir dsDNA de una manera alternativa. 
Una vez determinada la capacidad de BsuKu de unirse a moléculas de DNA sin extremos, se estu-
dió si la proteína podía reconocer e introducir nicks a través de su actividad AP-liasa en sitios AP internos 
en el plásmido circular pcDNA3.1 (véase Materiales y Métodos). La ausencia (pcDNA3.1) o presencia 
de sitios AP (pcDNA3.1-AP) en la molécula se comprobó mediante la incubación de los plásmidos con 
la enzima hAPE1. Tal y como se puede observar en la figura 22A, prácticamente todas las moléculas de 
pcDNA3.1-AP contienen al menos un sitio AP ya que tras el tratamiento con hAPE1 la molécula pasa 
de la conformación superenrollada a la relajada. Como se muestra en la figura, BsuKu también relaja el 
plásmido pcDNA3.1-AP superenrollado, indicando que la proteína reconoce e introduce nicks en sitios 
AP internos a través de su actividad AP-liasa. La figura 22B muestra un resultado similar cuando el DNA 
Figura 21. BsuKu se une a un DNA circular. (A) BsuKu se une al plásmido pUC19 covalentemente cerrado. Las 
concentraciones indicadas de BsuKu se incubaron con 100 ng del plásmido pUC19 superenrollado. Los productos 
se analizaron en electroforesis en gel de agarosa al 0,7%. Mientras que la mitad de la mezcla de incubación se cargó 
directamente en el gel, la otra mitad se incubó posteriormente con Proteinasa K. Tras esta digestión proteolítica las 
muestras se cargaron en el mismo gel. En el carril c se muestra la incubación del mismo DNA con 50 ng de BSA. (B) 
BsuKu se une tanto a DNA plasmídico superenrollado como relajado. El experimento se realizó esencialmente como 
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empleado es el plásmido pUC19. En este caso, ambas proteínas hAPE1 y BsuKu hacen lineal el plásmido 
superenrollado, probablemente debido a la presencia de dos sitios AP muy próximos y en cadenas com-
plementarias. 
Por otra parte, se analizó la actividad AP-liasa sobre un DNA lineal de doble cadena de 80-mer 
con un sitio AP en posición 40 (híbrido de los oligonucleótidos SU y SU-compl, véase Materiales y Méto-
dos). Esta molécula está biotinilada en 3´ y 5´, y sus extremos permanecen bloqueados debido a la unión 
covalente de estreptavidina a la biotina, impidiendo que BsuKu se una a través de su anillo central. En las 
condiciones ensayadas se comprobó mediante retraso en gel que todas las moléculas de DNA estaban uni-
das por dos moléculas de estreptavidina (no mostrado). Los resultados mostrados en la figura 23 indican 
que la actividad AP-liasa de BsuKu es capaz de reconocer y actuar sobre el sitio AP en posición central del 
DNA. Este hecho sugiere que el residuo responsable de la actividad se encuentra fuera del anillo central 
de la enzima, tal y como está descrito para la proteína humana Ku70 (Roberts et al., 2010). 
Figura 22. La actividad AP-liasa de BsuKu puede actuar en un DNA circular. El ensayo se llevó a cabo como se 
describe en Materiales y Métodos incubando o 142 nM de BsuKu con 100 ng de plásmido sin sitios AP (pcDNA3.1) 
o 18, 36, 72 y 142 nM de BsuKu con 100 ng del plásmido que contiene sitios AP (pcDNA3.1-AP) (A). La ausencia 
o presencia de sitios AP en ambos plásmidos fue confirmada mediante la digestión con hAPE1. Como control de 
la forma lineal, los plásmidos se digirieron con EcoRI. El ensayo mostrado en (B) se llevó a cabo mediante la 
incubación de 100 ng de plásmido sin (pUC19) o con sitios AP  (pUC19-AP) con hAPE1 o 142 nM BsuKu, según se 
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6. Coordinación de la actividad AP/5´-dRP liasa de BsuKu y las actividades polime-
rasa y ligasa de BsuLigD
Según el modelo descrito para la ruta de NHEJ en bacterias, Ku reconoce los extremos generados 
tras la rotura de las dos cadenas de DNA, se une a estos y recluta a la LigD que lleva a cabo el posterior 
relleno de los gaps generados tras la sinapsis y la ligación final de los nicks resultantes (Brissett et al., 
2007; Pitcher et al., 2007a; Shuman y Glickman, 2007). Para estudiar el posible papel de la actividad AP-
liasa de BsuKu en la unión de extremos se analizó en primer lugar la capacidad del complejo BsuKu-LigD 
de unir moléculas de DNA cuyos extremos no estuvieran dañados. Para ello, se utilizó el plásmido pUC19 
que mediante una digestión independiente con las endonucleasas de restricción HindIII y AatII queda en 
su forma lineal, para obtener extremos 3´-protuberantes y recesivos, respectivamente. A la vista de la fi-
gura 24 se deduce que BsuKu no tiene capacidad de unir los extremos por sí misma, pero su presencia es 
necesaria para que BsuLigD lleve a cabo la reacción de unión tanto de extremos 3´-protuberantes como de 


















Figura 23. La actividad AP-liasa de BsuKu puede actuar sobre un único sitio AP interno. El oligonucleótido 
SU de 80-mer que posee un sitio AP en posición 40, se marcó en su extremo 3´ y se hibridó al oligonucleótido 
complementario SU-compl, el cual está biotinilado en sus extremos 3´ y 5´ (véase Materiales y Métodos). El híbrido 
de DNA (3,2 nM) se incubó en ausencia (panel izquierdo) o presencia (panel derecho) de estreptavidina (200 nM) 
durante 5 minutos a 4ºC. El sustrato fue posteriormente tratado con UDG para generar un único sitio AP en todas 
las moléculas. El DNA resultante se incubó con cantidades crecientes de BsuKu (0; 3,2; 6,2; 12,5; 25; 50; 100 y 200 
ng) durante 1 hora a 30ºC. La reacción se paró mediante la incubación con 10 μg de Proteinasa K a 50ºC durante 1 
hora en presencia de 0,04% de SDS. Las muestras se analizaron en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 




Estos datos coinciden con los publicados con las proteínas de NHEJ pertenecientes a otras espe-
cies bacterianas (Della et al., 2004; Gong et al., 2004; Zhu et al., 2006; Zhu y Shuman, 2010).  Por tanto, 
BsuKu resulta imprescindible en la estabilización de BsuLigD en los extremos del DNA para garantizar 
una correcta unión de estos. En estudios previos se describió la existencia de una interacción física entre 
las proteínas Ku y LigD de M. tuberculosis en los extremos de moléculas de DNA (Weller et al., 2002), de 
manera similar a la descrita para las proteínas eucariotas Ku-LigasaIV/XRCC4 (Nick McElhinny et al., 
2000). Por todo esto, se estudió si las proteínas BsuKu y BsuLigD también interaccionaban, para lo que 
se llevó a cabo un experimento de retraso en gel empleando como sustrato un dsDNA de 216 pb marcado 
radiactivamente. Como se puede observar en la figura 25, BsuKu forma varios complejos estables DNA-
proteína, debido a su alta afinidad por el DNA, así como su capacidad de difundir a lo largo de la molécula, 
tal como se ha descrito para otras proteínas Ku procarióticas (de Vries et al., 1989; Weller et al., 2002; 
Downs y Jackson, 2004). BsuLigD, por su parte, es incapaz por sí misma de formar un complejo estable 
con el DNA. Sin embargo, cuando BsuLigD se incorpora a la reacción posteriormente a la formación del 
complejo BsuKu-DNA aparece un complejo DNA-proteína con menor movilidad electroforética al obte-
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Figura 24. Unión de extremos de plásmidos lineales. El experimento se llevó a cabo tal y como se indica en 
Materiales y Métodos. Se incubaron 100 ng del plásmido pUC19 digerido con HindIII o AatII con 0,6 mM de MnCl2 
en ausencia (-) o presencia (+) de BsuLigD y/o BsuKu (142 nM) durante 60 minutos a 30ºC. El resultado se analizó 
mediante electroforesis en gel de agarosa al 0,7%. Se indican las posiciones y el tamaño del marcador de DNA.
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Como se ha comentado anteriormente, la proteína BsuLigD posee un dominio DNA ligasa depen-
diente de ATP (de Vega, 2013). El hecho de que en la figura 24 se observe que la proteína es capaz de ligar 
extremos incluso en ausencia de ATP se debe a la proporción de moléculas de BsuLigD que ya vienen 
adeniladas de la bacteria de expresión, tal y como está descrito para otras DNA ligasas dependientes de 
ATP (Zhu y Shuman, 2005a; Nishida et al., 2006; Zhu y Shuman, 2007; Nickens et al., 2010; Petrova et 
al., 2012). En la figura 26 puede observarse que la cantidad de producto de DNA ligado en ausencia ATP 
aumenta de manera lineal en función de la cantidad de proteína que se añada en la reacción. La pendiente 
de la curva de titulación indica que se ligan 0,37 fmol del sustrato de DNA (una molécula con un nick) 
por cada fmol de BsuLigD. Teniendo en cuenta que la ligación dependiente de ATP es una reacción de 
único recambio (es decir, una vez que la reacción ha tenido lugar, la ausencia de  ATP exógeno impide que 
esa molécula de LigD lleve a cabo otra reacción de ligación), se estimó que el 37% de las moléculas de 
la BsuLigD purificada contenían AMP unido covalentemente al sitio activo, una proporción similar a la 
descrita para otras LigDs (Zhu y Shuman, 2005a).
La figura 27 refleja que la incorporación de 0,2 mM de ATP a la reacción estimula la formación de 
dímeros, trímeros e incluso tetrámeros (en el caso del DNA de extremos romos producidos por la digestión 
del plásmido pUC19 con la endonucleasa de restricción SmaI). Además, bajo estas condiciones experi-
mentales, el complejo BsuKu-LigD provoca eventos de ligación intramoleculares, tal y como se puede 
deducir de la formación de monómeros circulares. 
Una vez establecido que el complejo BsuKu-LigD era capaz de llevar a cabo la ligación entre 
moléculas con extremos complementarios, se analizó si también podría unir sustratos 3´-protuberantes 
procedentes de moléculas de DNA independientes que diesen lugar a un intermediario sináptico tipo gap 
(Brissett et al., 2013). Para ello se incubaron dos moléculas de DNA con extremos 3´-protuberantes y que 
difieren en el nucleótido adyacente al grupo 5´-P, con el complejo BsuKu-LigD, tal y como muestran los 
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Figura 25. BsuKu recluta a BsuLigD a los 
extremos del DNA. Tal y como se describe 
en Materiales y Métodos, se incubó 1 nM de 
un DNA de 216 pb con las concentraciones 
indicadas de BsuLigD y BsuKu. Para las 
reacción de supershift, el DNA se incubó 
previamente con BsuKu para a continuación 
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Figura 27. Efecto del ATP en la unión de extremos de DNA de plásmidos lineales. El experimento fue llevado a 
cabo como se indica en el pie de la figura 24. Se incubaron 142 nM de BsuLigD y BsuKu en ausencia y presencia de 
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Figura 26. Reacción de ligación por BsuLigD independiente de ATP. Se incubaron 300 fmol del híbrido de 
DNA que contiene un nick (híbrido con los oligonucleótidos sp1, p-Dws y sp1c+13, véase Materiales y Métodos) 
(esquema superior de la figura) con concentraciones crecientes de BsuLigD (45, 89, 179, 357, 714, 1.428 y 2.845 
fmol) durante 6 horas a 30ºC, tras lo cual se paró la reacción con 10 mM de EDTA. Las muestras se analizaron en 
gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Para determinar la proporción del sustrato que 
permanecía sin ligar se incubó el DNA durante 3 horas a 37ºC con 20 o 40 U de la DNA ligasa de T4 en su tampón 
de reacción correspondiente. La proporción de las moléculas de BsuLigD que están adeniladas se estimó a partir de la 
pendiente (panel inferior derecho) de la curva de titulación (panel inferior izquierdo).
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ción de las moléculas marcadas (véase Materiales y Métodos). En la figura 28 se observa que la extensión 
del extremo 3´ de la cadena marcada sólo ocurre en presencia del NTP complementario al nucleótido 
adyacente al extremo 5´-P de la molécula no marcada. La presencia necesaria de BsuKu en la reacción 
(no mostrado) indica que la sinapsis entre las dos moléculas ha tenido lugar. Tras la incorporación del nu-
cleótido complementario, la actividad ligasa de BsuLigD sella el nick resultante, dando lugar al producto 
reparado (ligado). Este resultado demuestra la capacidad del complejo BsuKu-LigD de unir moléculas de 
DNA parcialmente complementarias que forman un complejo sináptico tipo gap que es rellenado y ligado 
por las actividades polimerasa y ligasa de BsuLigD, imitando una reacción de reparación de una DSB. 
Posteriormente se analizó la capacidad de BsuKu de incidir sobre sitios AP próximos a los extre-
mos de moléculas de DNA. Tal y como se muestra en la figura 29, BsuKu introduce un nick de manera 
eficiente sobre sitios AP que se encuentran en un extremo 5´-protuberante, generando extremos 5´-P que 
podrían ser posteriormente ligados. Sin embargo, cuando el sitio AP se encuentra en un extremo 3´-protu-
berante la actividad no es detectable, de la misma manera que ocurre en el caso de la proteína Ku humana 
(Strande et al., 2012). 
Figura 28. Unión de extremos de DNA 3´-protuberantes parcialmente complementarios. Se incubó 1,25 nM del 
híbrido marcado en 5´ (sp1CGG/sp1c, véase Materiales y Métodos) representado en la parte superior de la figura, en 
presencia de 71 nM de la BsuLig y de BsuKu, 0,6 mM de MnCl2, 2,5 nM de los híbridos no marcados mostrados en 
la parte superior de cada panel [sp1GCC/sp1c(p), sp1TCC/sp1c(p), sp1ACC/sp1c(p)] y 100 nM del NTP indicado. 
Las tres moléculas de DNA downstream solo difieren entre sí en el nucleótido marginal señalado con un cuadrado 
en cada caso. Tras una incubación de 30 minutos a 30ºC, los productos de elongación y ligación se analizaron en gel 




Una vez descrita la capacidad de complejo BsuKu-LigD de unir intermolecularmente moléculas 
de DNA sin daño en sus extremos protuberantes, se quiso analizar si el sistema podría unir sustratos que 
contuvieran sitios AP próximos a sus extremos 5´-protuberantes (véase el esquema en la figura 30). La 
molécula downstream A, marcada en su extremo 3´, presenta un sitio AP (indicado con un círculo negro) 
próximo al extremo 5´-protuberante, el cual es parcialmente complementario a los sustratos upstream no 
marcados D y E (véase respectivamente las partes izquierda y derecha del esquema de la figura 30). Solo 
cuando una actividad AP-liasa incida sobre el sitio AP de la molécula A, la molécula resultante, B, tendrá 
un extremo 5´-protuberante que podrá establecer una sinapsis con las moléculas D y E, para dar lugar a 
una molécula con un nick (figura 30, izquierda) o un gap de un nucleótido (figura 30, derecha),  respecti-
vamente. 
En la figura 31 se muestra cómo BsuKu reconoce e incide en el sitio AP de la molécula A (23-mer) 
dando lugar a la molécula B de 19-mer (carril b) que no es utilizado como sustrato autoligable por Bsu-
LigD (carril c). Por el contrario, cuando se adicionan simultáneamente a la reacción las moléculas A y o 
bien D o E se observa la aparición de un producto de 34-mer, resultado del corte de A por BsuKu, la sinap-
sis con D o E y la ligación final por BsuLigD. Es importante destacar que cuando la molécula E es usada 
como sustrato upstream se requiere el relleno del gap de un nucleótido resultante tras la sinapsis antes de 
la ligación (ambas actividades, polimerización y ligación, son realizadas por BsuLigD) (carriles g, h, i). 
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Figura 29. Actividad AP-liasa de 
BsuKu sobre sustratos con extremos 
protuberantes. Se incubaron 
distintos sustratos portadores de una 
2´-desoxiuridina en posición variable 
próxima al extremo 5´ o 3´ (híbridos 
U2/sp1c y U4/sp1c, y U19/sp1c y U21/
sp1c, respectivamente, véase Materiales 
y Métodos) con la UDG. Estos sustratos 
se incubaron con la EndoIII (2 U) o con 
BsuKu (142 nM) durante 30 minutos a 
30ºC. Las muestras se analizaron en gel 
de poliacrilamida al 20%-8 M urea y 
posterior autorradiografía. Los asteriscos 
rojos y verdes indican el marcaje radiactivo 
en el extremo 5´ y 3´ del sustrato,  
respectivamente. Se indican los tamaños de 
los productos obtenidos. c: DNA utilizado 
en la reacción. Alk.: hidrólisis alcalina del 
DNA tratado con la UDG.
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 Los sitios AP son lesiones muy frecuentes en el DNA que pueden generar DSBs cuando ocurren 
en posiciones próximas en las dos cadenas, como consecuencia de su hidrólisis por las AP-endonucleasas, 
tal y como se ha observado en estudios realizados en E. coli y en células de mamíferos (Dianov et al., 
1991; D’souza y Harrison, 2003; Malyarchuk et al., 2008). Por lo tanto, analizamos in vitro la capacidad 
del complejo BsuKu-LigD en la unión de ese tipo de moléculas. Como se puede observar en la figura 32, 
cuando el sitio AP de la molécula A es hidrolizado por una AP-endonucleasa (carril a), el grupo 5´-dRP 
resultante es eliminado por BsuKu (carriles b, d, f) para permitir el paso de ligación final por BsuLigD 
(carriles d, g, h). De nuevo, para llevar a cabo la ligación final con el sustrato downstream E, es necesario 
Figura 30. Representación esquemática de la unión de sustratos de DNA con sitios AP próximos al extremo 5´. 
El sustrato A de 23-mer (obtenido mediante la hibridación de los oligonucleótidos U4 y sp1cddC para dar lugar a una 
estructura con un extremo 5´-protuberante, véase Materiales y Métodos) presenta un sitio AP (representado como un 
círculo de color negro) próximo a su extremo 5´. Los sustratos D y E (obtenidos al hibridar el oligonucleótido U4c 
con sp1c o sp1c-1, respectivamente, véase Materiales y Métodos) poseen una región 5´-protuberante parcialmente 
complementaria a la región 5´-protuberante del sustrato A. Tras la actividad AP-liasa de BsuKu sobre el sustrato A 
se genera el sustrato B, cuya zona 5´-protuberante resultante es complementaria a la región 5´-protuberante de D 
(generándose un nick que habrá de ser sellado por BsuLigD) y a la de E (generándose un gap de un nucleótido que 
deberá ser rellenado y ligado por BsuLigD).
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Figura 31. Unión de moléculas de DNA parcialmente complementarias con sitios AP próximos al extremo 5´. 
El ensayo se llevó a cabo como se describe en Materiales y Métodos incubando 0,7 nM del sustrato A marcado en 
3´ (véase la figura 30) y, cuando se indica 114 nM de BsuKu, 114 nM de BsuLigD, 10 µM del nucleótido indicado 
y 1 nM de la molécula upstream D o E (véase la figura 30), durante 30 minutos a 30ºC. Las muestras se analizaron 
en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía (M: oligonucleótido de 36-mer utilizado como 
marcador de tamaño; ct: migración del DNA tras la incubación con la UDG; Alk.: hidrólisis alcalina del DNA tratado 
con la UDG).
5´dRP-B 



























Figura 32. Unión de extremos con una molécula de DNA downstream que contiene un extremo 5´-dRP 
protuberante. El ensayo se realizó tal y como se detalla en Materiales y Métodos: 0,7 nM de la molécula A (véase 
la figura 30) se incubó con la hAPE1 generándose un extremo 5´-dRP protuberante. Este sustrato se incubó, tal y 
como se indica, en presencia de 114 nM BsuKu, 114 nM de BsuLigD, 10 µM del nucleótido indicado y 1 nM de 
las moléculas upstream D o E (véase la figura 30) durante 30 minutos a 30ºC. Las muestras se analizaron en gel de 
poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. ct: migración del DNA tras la incubación con la UDG. 
La figura es una imagen compuesta a partir de diferentes partes del mismo experimento. 
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rellenar previamente el gap resultante tras la sinapsis (comparar carril f con los carriles g, h). Estos resulta-
dos sugieren que el complejo BsuKu-LigD tiene la capacidad potencial de reparar DSBs generados como 
consecuencia de la hidrólisis endonucleolítica de sitios AP dispuestos en clusters después de la germina-
ción de la espora.
Los resultados recogidos en este capítulo demuestran las inesperada presencia de una actividad 
AP/5´-dRP liasa en un factor Ku bacteriano. Su capacidad para actuar sobre ssDNA, moléculas con  nicks, 
o sobre sustratos circulares, así como su coordinación funcional con una AP-endonucleasa y con BsuLigD, 
indica que esta proteína podría ser capaz de cooperar en el procesamiento de sitios AP durante la NHEJ. 
Además, hemos demostrado como esta actividad no es específica de BsuKu sino que también está presente 
en la proteína Ku de la bacteria Gram-negativa P. aeruginosa, filogenéticamente muy distante a la Gram-
positiva B. subtilis.
Capítulo 2





Los sitios AP son lesiones muy frecuentes en el DNA y su reparación está a cargo de la vía BER. 
Las AP-endonucleasas reconocen los sitios AP e hidrolizan el enlace fosfodiéster en 5´. Como consecuen-
cia de esta hidrólisis, se generan gaps de un nucleótido flanqueados por extremos 3´-OH y 5´-dRP, tenien-
do que ser estos últimos procesados para regenerar un grupo 5´-P para que, una vez que el  gap haya sido 
rellenado por una actividad polimerasa, el nick resultante pueda ser sellado de modo que el daño quede 
reparado. Tal y como está descrito, la reparación de los sitios AP que se hayan ido acumulando en la espora 
de B. subtilis requiere de la actividad de AP-endonucleasas específicas (Salas-Pacheco et al., 2003; Urtiz-
Estrada et al., 2003; Salas-Pacheco et al., 2005). Este hecho sugiere que debe existir una vía BER activa 
durante la germinación y posterior crecimiento de la espora. Para ello, además de una actividad AP endo-
nucleasa, deberían existir una actividad de polimerización para rellenar el gap, una actividad 5´-dRP liasa 
para eliminar el grupo 5´-dRP y finalmente una actividad DNA ligasa para sellar el nick. Si bien la LigD 
se ha implicado fundamentalmente en la reparación de DSBs producidos en la espora, al menos posee dos 
de las actividades, polimerización y ligasa, requeridas en BER. En este capítulo se estudia la capacidad de 
BsuLigD de participar in vitro en la reparación de sustratos portadores sitios AP mediante la generación de 
intermedios de reparación tipo BER. 
1. BsuLigD es capaz de eliminar un grupo 5´-dRP
Estudios previos demostraron que BsuLigD es capaz de reconocer específicamente el grupo 5´-P 
de la cadena downstream en gaps cortos de uno o dos nucleótidos y a continuación llevar a cabo el relle-
no del mismo con su actividad de polimerización y el sellado del nick resultante con su actividad DNA 
ligasa (de Vega, 2013). Puesto que BsuLigD se expresa durante la esporulación (Wang et al., 2006), se 
evaluó in vitro su papel potencial en la reparación de sustratos intermediarios de BER. En primer lugar 
se analizó la capacidad de BsuLigD de llevar a cabo el relleno del gap en un intermedio de BER, el cual 
está flanqueado por un 3´-OH y un 5´-dRP, tal y como se ha mencionado. Para ello, se incubó un dsDNA 
de 34-mer marcado en 5´, en cuya posición 16 contiene una 2´-desoxiuridina (véase el panel superior y el 
carril a de la figura 33A) con la UDG. Posteriormente se incubó con la hAPE1 que hidroliza el enlace fos-
fosdiéster 5´ al sitio AP, dando lugar a una molécula portadora de un extremo 5´-dRP opuesto a un dGMP 
en la cadena molde (carril b, Figura 33A). Como se puede observar, BsuLigD catalizó la adición dirigida 
por molde tanto de dCMP (carril e) como de  CMP (carril f) extendiendo el 75% y 90% de las moléculas 
del primer, respectivamente, discriminando en la inserción de ddCMP (carril d; 29% de las moléculas de 
primer elongadas) debido a que en este caso desaparecen los contactos directos y mediados por agua entre 
la proteína y los grupos O2´ y O3´ de la ribosa (Zhu et al., 2006). Como se puede observar, además del 
producto +1 (16-mer) esperado tras la inserción del nucleótido, la enzima generó un producto de 34-mer 
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en presencia de CTP (correspondiente al 33% de las moléculas primer). En este caso se puede descartar 
que ese producto sea consecuencia de la ligación directa del extremo 3´-OH al 5´-dRP ya que en ausencia 
de nucleótido (carril c) no hay producto de ligación, lo que podría sugerir que BsuLigD sería capaz de 
eliminar el grupo 5´-dRP, y ligar el extremo 3´-OH del primer elongado al extremo 5´-P recién generado.
Figura 33. BsuLigD lleva a cabo la reparación completa de un sustrato intermediario de BER. Parte 
superior: representación esquemática de la formación de un sustrato de BER (obtenido mediante la hibridación 
del oligonucleótido pU a su complementario pG, véase Materiales y Métodos) en el que se indican los tamaños 
del sustrato original [a la izquierda, marcado en su extremo 5´ con 32P-ATP (en rojo); a la derecha, marcado en 3´ 
con 32P-cordicepina (verde)] y de los productos obtenidos tras la incubación con las enzimas UDG y hAPE1. 
Parte inferior: autorradiografías que muestran la capacidad de BsuLigD de reparar un intermediario de BER. Los 
experimentos se realizaron tal y como se detalla en Materiales y Métodos. Cuando se indica, las reacciones se 
incubaron en presencia de 57 nM BsuLigD y o 300 µM ddCTP, 10 µM dCTP o 10 µM CTP. Tras una incubación de 
30 minutos a 30ºC, las muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 
autorradiografía. Se indica la posición de los productos. La figura es una imagen compuesta a partir de diferentes 
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Para comprobar la hipótesis mencionada anteriormente, se llevó a cabo el mismo tipo de experi-
mento pero en este caso el sustrato de dsDNA de 34-mer indicado fue marcado previamente en su extremo 
3´ (véase el panel superior y carril a de la figura 33B). El grupo 5´-dRP resultante tras la incubación con 
las enzimas UDG y hAPE1 permaneció estable durante todo el ensayo (carril b, figura 33B). Como se ob-
serva en la figura 33B, una vez que el gap se ha rellenado tras la adición de dCMP (carril e) o CMP (carril 
f), BsuLigD escinde el 47% y 68%, respectivamente de los grupos 5´-dRP, eliminación que es detectada 
por una disminución del tamaño del sustrato marcado (19-mer 5´-P) de acuerdo con la presencia de una 
actividad 5´-dRP liasa en la enzima. Además, el relleno del gap con CMP permitió la ligación final del nick 
(49% de las moléculas 19-mer 5´-P) dando lugar a un producto reparado de 35-mer. Es importante indicar 
que el marcaje en 3´ de la molécula permite descartar que este producto de ligación sea consecuencia de la 
elongación completa del primer. Esto muestra la propensión de BsuLigD de sellar nicks en cuyo extremo 
3´ hay un NMP, lo cual, tal y como se ha mencionado en la Introducción, es una característica propia de 
las ligasas bacterianas de NHEJ (Zhu y Shuman, 2008; Shuman, 2009). 
A la vista de los resultados mostrados en la figura 33, se puede deducir que BsuLigD es capaz 
de rellenar el gap restaurando el nucleótido original, lo cual revela una nueva actividad en la proteína: 
la capacidad de eliminar un grupo 5´-dRP para generar un nick flanqueado por extremos 3´-OH y 5´-P, 
que podrá ser ligado posteriormente con la actividad ligasa de la enzima. Es importante destacar que, a 
diferencia de lo que ocurre en otras polimerasas implicadas en la ruta BER, como Pol β (Matsumoto y 
Kim, 1995), ι (Bebenek et al., 2001), λ (Garcı́a-Dı́az et al., 2001) y θ (Prasad et al., 2009) que pueden 
eliminar el grupo 5´-dRP en ausencia de nucleótido (es decir, no requieren, al menos in vitro, rellenar el 
gap previamente), BsuLigD es incapaz de escindir directamente el grupo 5´-dRP (figura 33B, carril c). 
El requerimiento del paso previo de relleno del gap parece indicar que el sustrato óptimo para esta acti-
vidad precisa que el extremo 3´-OH upstream esté adyacente al último enlace fosfodiéster de la cadena 
downstream. Esta hipótesis explicaría la baja actividad de BsuLigD sobre el grupo 5´-dRP en presencia de 
ddCTP (<9%, carril d de la figura 33B) que podría deberse a la ineficiente elongación del primer con este 
nucleótido (figura 33A, carril d). 
Por otra parte, BsuLigD no es capaz de ligar directamente un 3´-OH y un 5´-dRP (véase el carril 
c de la figura 33B), resultado que difiere con los descritos para otras ligasas dependientes de ATP, como 
la del bacteriófago T4, que puede llevar a cabo esta reacción regenerándose un sitio AP, que tendría que 
ser posteriormente procesado por actividades AP-liasas o AP-endonucleasas (Bogenhagen y Pinz, 1998).
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2. BsuLigD escinde los grupos 5´-dRP mediante una mecanismo de β-eliminación
En los experimentos mostrados en la figura 33 se requería la presencia de iones Mn2+ en la mezcla 
de reacción para que BsuLigD llevase a cabo el paso del relleno del gap, lo que no permitía analizar si la 
eliminación del 5´-dRP era dependiente de cationes divalentes.
Para analizar si la presencia de metal era necesaria en la escisión del grupo 5´-dRP, se llevaron a 
cabo experimentos similares usando como sustrato un DNA que imita el paso previo a la eliminación del 
5´-dRP, con el extremo 3´-OH de la cadena upstream adyacente al enlace fosfodiéster entre el penúltimo 
nucleótido en 5´ y el grupo 5´-dRP de la cadena downstream (véase el esquema en la parte superior iz-
quierda de la figura 34). En estas condiciones, se observa que la ausencia de cationes divalentes no impide 
que BsuLigD escinda el grupo 5´-dRP (figura 34, carril c), lo cual indica que la reacción ocurre de manera 
independiente de metal. Sin embargo, aunque sea innecesaria, la adición de Mn2+ a la mezcla de reacción 
estimula la actividad 5´-dRP liasa de BsuLigD (Figura 34, carril d), lo cual puede deberse a que la presen-
cia de este ión metálico [que es el catión preferente para BsuLigD en sus actividades de ligación y poli-
merización (de Vega, 2013)] estabilizaría la unión de la proteína al sustrato, tal y como se ha descrito para 
la actividad 5´-dRP liasa de Pol β (Matsumoto y Kim, 1995; Prasad et al., 1998). El producto de DNA de 
34-mer que se observa en la figura 34 (carril d) no se hidroliza cuando se incuba la mezcla posteriormente 
con NaOH, (carril e) lo cual indica que el producto reparado no se debe a la ligación directa de la cadena 
upstream al grupo 5´-dRP. Cuando se realizó el ensayo con un sustrato similar pero que posee un ddNMP 
en el extremo 3´ de la cadena upstream (figura 34, panel derecho) se obtuvieron resultados similares. 
Como era de esperar, en este caso no se observa un producto de ligación. Estos resultados indican que la 
actividad 5´-dRP liasa no es resultado del ataque en línea del grupo 3´-OH al último enlace fosfodiéster, 
como ocurre en las DNA ligasas (Shuman, 2009). 
Las DNA polimerasas β, ι, λ, θ, γ y Rev1 liberan el grupo 5´-dRP mediante una β-eliminación, 
reacción que implica la formación de una base de Schiff con el sitio AP que permite catalogar la actividad 
como 5´-dRP liasa (Matsumoto y Kim, 1995; Longley et al., 1998; Bebenek et al., 2001; Garcı́a-Dı́az 
et al., 2001; Prasad et al., 2009, 2016). Para analizar si, del mismo modo, BsuLigD escinde el 5´-dRP 
mediante una β-eliminación, se empleó el agente reductor NaBH4, que reduce la base de Schiff para dar 
lugar a un complejo covalente entre el DNA y la enzima que puede detectarse por autorradiografía (puesto 
que el DNA está marcado radiactivamente) tras la separación en electroforesis en gel de poliacrilamida al 
12%-0,1% SDS. Tal y como puede observarse en la figura 35A, BsuLigD forma un complejo estable con el 
DNA de 19-mer marcado en 3´ y portador de un grupo 5´-dRP, para lo cual es necesario tanto la presencia 
de un sitio 5´-dRP en el DNA como la adición a la mezcla de reacción de NaBH4. Estos resultados indican 
que BsuLigD lleva a cabo la escisión del grupo 5´-dRP mediante un mecanismo de β-eliminación. Cuando 
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se incuba BsuLigD con trombina (figura 35B), proteasa que elimina el tag de seis histidinas presente en 
el extremo N-terminal de la proteína, el complejo DNA-enzima presenta una mayor movilidad electrofo-
rética, cambio que también se observa en la proteína purificada. Esto permite descartar que la actividad 




Ctrl       Alk.                                                             Ctrl     Alk.       





















+	   +	  
+	  
Figura 34. BsuLigD escinde el grupo 5´-dRP de manera independiente de metal. Parte superior: representación 
esquemática de los sustratos empleados en el experimento, los cuales corresponden a un gap relleno con un grupo 5´-
dRP desplazado en la molécula downstream (marcada en 3´) y o bien un hidroxilo (izquierda) o un dideoxi- (derecha) 
en el extremo 3´ del sustrato upstream (híbridos con los oligonucleótidos upstream sp1c o sp1cddC, respectivamente, 
downstream Ph-U1, y molde comp-sp1c/U4a, véase Materiales y Métodos). Parte inferior: autorradiografía que 
muestra la eliminación del grupo 5´-dRP por BsuLigD. Las reacciones se llevaron a cabo como se ha descrito en 
Materiales y Métodos, en presencia de 3,5 nM de EndoIII (carriles b, g) o 57 nM de BsuLigD (carriles c, d, e, h, i). 
Tras una incubación de 30 minutos a 30ºC, las muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 
20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se indica la posición de los productos. Alk., hidrólisis alcalina del grupo 
5´-dRP. Los carriles a y f muestran el sustrato original; carriles c y h: las reacciones se realizaron en ausencia de 
metal; carriles d e i: las reacciones se realizaron en presencia de 0,64 mM MnCl2; carril e: la reacción se llevó a cabo 
en presencia de 0,64 mM MnCl2 y posteriormente se incubó con NaOH. El carril indicado como Ctrl corresponde al 
control del DNA empleado en el experimento antes de comenzar la reacción. La figura es una imagen compuesta a 
partir de diferentes partes del mismo experimento.
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La presencia de una actividad AP-liasa no enzimática se ha descrito en macromoléculas celulares 
básicas, tales como poliaminas, histonas y tripéptidos como Lys-Trp-Lys y Lys-Tyr-Lys (Bailly y Verly, 
1988), aunque en estos casos la reacción tiene muy baja eficiencia (Lindahl y Andersson, 1972). Para de-
terminar si la actividad observada en BsuLigD es efectivamente catalítica, se llevó a cabo un experimento 
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Figura 35. Formación de complejos BsuLigD-DNA. (A) La formación del complejo es dependiente de la 
presencia de un sitio AP y la adición de NaBH4. La reacción se llevó a cabo como se indica en Materiales y Métodos, 
incubando 95 nM de BsuLigD con 2,6 nM del sustrato marcado en 3´ que se indica en la parte superior de la 
figura, (obtenido hibridando el oligonucleótido pU a su complementario pG) sin tratar (DNA sin 5´-dRP) o tratado 
(DNA con 5´-dRP) con UDG y hAPE1, en presencia de 10 μM CTP, 0,64 mM MnCl2 y 100 mM NaCl o NaBH4, 
según se indica. Se muestra la autorradiografía del complejo proteína-DNA correspondiente tras la separación por 
electroforesis en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS. (B) El complejo con el DNA observado corresponde 
a BsuLigD. El experimento se realizó como se ha indicado en (A), incubando 95 nM de BsuLigD con el sustrato 
marcado en 3´ indicado en la parte superior de la figura e incubado previamente con UDG y hAPE1. En el panel de 
la izquierda se observa la tinción de Coomassie tras la separación electroforética de la proteína BsuLigD purificada. 
El panel de la derecha muestra la autorradiografía de la formación del complejo DNA-enzima. En la figura aparecen 
indicadas las muestras que se incubaron con el tampón de reacción (BR) de la proteasa trombina o con 0,05 U de 
trombina a 20ºC durante 1 hora.
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en condiciones de estado estacionario como está descrito (Longley et al., 1998; Prasad et al., 1998). El 
sustrato empleado fue el híbrido de DNA que imita el paso previo a la eliminación del 5´-dRP, que po-
see un extremo 3´-ddNMP en la cadena upstream adyacente al enlace fosfodiéster entre el penúltimo 
nucleótido en 5´ y el grupo 5´-dRP en el extremo de la cadena downstream (véase el esquema en la parte 
superior derecha de la figura 34). La Km aparente para este DNA y la kcat fueron de 2 ± 0,65 μM y 0,88 ± 
0,17 min-1 respectivamente (véase la figura 36). La kcat de  BsuLigD es cinco veces inferior a la obtenida 
con Pol β [4,5 min-1 (Prasad et al., 1998)], pero tres veces mayor que la kcat de la actividad 5´-dRP liasa de 
Pol γ (Longley et al., 1998). Estos resultados, junto con el acoplamiento de la actividad 5´-dRP liasa a la 
actividad de polimerización y su aumento en presencia de iones Mn2+ permite concluir que la actividad 
5´-dRP de BsuLigD es catalítica. 
3. La BsuLigD posee actividad AP-liasa sobre sitios AP internos
Tras haber descrito la capacidad de BsuLigD de escindir un grupo 5´-dRP, se analizó si la proteína 
puede además reconocer y procesar sitios AP internos, ya que tradicionalmente las 5´-dRP liasas se con-
sideran un subconjunto dentro de las AP-liasas (Piersen et al., 2000). Para ello se empleó como sustrato 
un híbrido tipo flap, el cual aparece esquematizado en la parte superior izquierda de la figura 37, y que 












Figura 36. Análisis cinético en estado estacionario de la actividad 5´-dRP liasa de BsuLigD. La eliminación del 
grupo 5´-dRP de un sustrato marcado en 3´ y conteniendo un 5´-dRP (véase Materiales y Métodos) se analizó en 
función de las concentraciones indicadas de sustrato tal y como se describe en Materiales y Métodos. Las reacciones 
contenían 50 nM de BsuLigD y se incubaron durante 20 minutos a 30ºC. Las actividades aparentes se ajustaron a 
la ecuación de Michaelis-Menten mediante regresión no lineal por mínimos cuadrados. Los valores representados 
pertenecen a la media de tres experimentos independientes.
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tiene en posición 19-mer del oligonucleótido downstream una 2´-desoxiuridina. Este sustrato se trató con 
UDG, y posteriormente con hAPE1, dando un producto de 16-mer con un grupo 5´-dRP, o con la EndoIII, 
que genera un producto con un extremo 5´-P cuya migración electroforética es mayor al obtenido tras la 
incubación con hAPE, como se ha comentado en el Capítulo 1. Tal y como muestra la figura 37 A, cuando 
se incuban concentraciones crecientes de BsuLigD con el sustrato indicado de DNA, en ausencia de catio-
nes divalentes, se obtiene un producto con idéntica movilidad electroforética al producido por la EndoIII, 
consistente con una rotura del enlace fosfodiéster 3´ al sitio AP independiente de metal. 
Para descartar que esta actividad pueda deberse a la presencia de trazas de metal procedentes de la 
purificación de la proteína, BsuLigD se incubó durante 16 horas con concentraciones crecientes de EDTA 
y se ensayó con ese mismo sustrato. Como puede observarse en la figura 38, la proteína conservó una acti-
Figura 37. BsuLigD posee actividad AP-liasa. (A) Análisis de la capacidad de BsuLigD de romper el enlace 
fosfodiéster en un sitio AP interno. El sustrato flap marcado en 3´ que se muestra en la parte superior de la figura 
(véase Materiales y Métodos) se trató con UDG (carril c), dando lugar a un sitio AP natural. La molécula de DNA 
resultante se incubó con 5 nM de hAPE1, 3,5 nM de EndoIII o con concentraciones crecientes de BsuLigD (0, 29, 
57 y 114 nM) durante 1 hora a 30ºC. Tras la incubación, las muestras se analizaron por electroforesis en gel de 
poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se indica la posición de los productos. (B) Análisis de 
la capacidad de BsuLigD de romper el enlace fosfodiéster en un THF (H) interno. En este caso el híbrido contiene el 
análogo THF resistente a la actividad AP-liasa, y se incubó en presencia de hAPE1, de EndoIII o de concentraciones 
crecientes de BsuLigD, como se ha descrito para (A). Se indican las posiciones correspondientes a los productos de 
16-mer con un 5´-P o 5´-dRP. La figura es una imagen compuesta a partir de diferentes partes del mismo experimento.
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vidad a 100 mM EDTA similar a la que presenta en su ausencia, permitiéndonos concluir que la capacidad 
de BsuLigD de actuar sobre un sitio AP interno, al igual que ocurre con la actividad 5´-dRP de la proteína, 
es independiente de metal. Este resultado indica que BsuLigD tiene una actividad AP-liasa intrínseca me-
diante un mecanismo de β-eliminación. Para confirmar estos resultados, se realizó el experimento en con-
diciones idénticas, pero empleando un DNA híbrido que en la posición 19 del oligonucleótido downstream 
presenta un THF (véase el esquema superior derecho de la figura 37). En el panel derecho de la figura 37 
se observa que BsuLigD es incapaz de introducir un nick sobre este sustrato, lo cual permite confirmar que 
la proteína lleva a cabo una reacción de β-eliminación. 
4. La actividad 5´-dRP liasa está conservada en otras LigD bacterianas
Tras la identificación de una actividad 5´-dRP liasa en BsuLigD, se analizó si esta actividad era 
específica de la proteína procedente de B. subtilis o si por el contrario se encontraba presente en otras 
LigDs bacterianas. Para ello se purificó la LigD de P. aeruginosa (PaeLigD, véase Materiales y Métodos) 













Figura 38. Actividad AP-liasa de BsuLigD en presencia de EDTA. El híbrido marcado en 3´ mostrado en la parte 
superior de la figura se obtuvo como está descrito en Materiales y Métodos. Este DNA se incubó con UDG para dar 
lugar a una molécula con un sitio AP natural interno. El ensayo se llevó a cabo preincubando 57 nM de BsuLigD con 
concentraciones crecientes de EDTA (0; 12,5; 25; 50 y 100 mM) durante 16 horas a 4ºC, tras lo cual, tanto la proteína 
incubada, como 57 nM de BsuLigD recién diluida, se incubaron con el sustrato de DNA durante 30 minutos a 30ºC. 
Las muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. 
Se indica la posición de los productos. c: DNA de partida de la reacción Alk., hidrólisis alcalina del sitio AP
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et al., 2007a; Shuman y Glickman, 2007), presenta una estructura diferente a BsuLigD (ya que contiene 
un dominio fosfoesterasa adicional en su extremo N-terminal, véase la figura 5) y procede de una bacteria 
Gram-negativa, filogenéticamente alejada de B. subtilis. En la figura 39 se muestra como la proteína Pae-
LigD posee una actividad 5´-dRP liasa independiente de metal que elimina el grupo 5´-dRP del sustrato 
marcado en 3´ dando lugar al producto 19-mer 5´-P. Parte de este producto es adenilado por los complejos 
AMP-PaeLigD procedentes de la bacteria de expresión, tal y como está descrito (Zhu y Shuman 2007; 
Zhu y Shuman 2008), y en presencia de iones Mn2+ es ligado a la cadena primer dando lugar a un pro-
ducto de 35-mer. En la figura 40 se observa como la proteína PaeLigD purificada es capaz de formar un 
complejo covalente con el DNA portador del grupo 5´-dRP en presencia de NaBH4. Todos estos resultados 
permiten concluir que la actividad 5´-dRP liasa no es exclusiva de BsuLigD, sino que está presente en la 
LigD de otras especies bacterianas. 
Figura 39. PaeLigD posee actividad 5´-dRP liasa. El sustrato empleado (híbrido de los oligonucleótidos upstream 
sp1c, downstream Ph-U1, y molde comp-sp1c/U4a, véase Materiales y Métodos) se representa en la parte superior de 
la figura. El DNA se incubó en presencia de 3,5 nM de EndoIII o 60 nM de PaeLigD o BsuLigD, en ausencia (-) o 
presencia (+) de 0,64 mM MnCl2 durante 30 minutos a 30ºC, tras lo cual las muestras se analizaron por electroforesis 
en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se indica la posición de los productos. Alk., 

















5. La actividad 5´-dRP liasa de BsuLigD se localiza en el dominio ligasa N-terminal
Estudios previos mostraron que distintas DNA ligasas dependientes de ATP, tales como la de los 
bacteriófagos T4 y T7, así como la mitocondrial humana, poseen actividad 5´-dRP liasa (Bogenhagen y 
Pinz, 1998; Pinz y Bogenhagen, 1998). Como se ha descrito anteriormente, BsuLigD es una enzima bimo-
dular en cuyo extremo N-terminal posee el dominio ligasa dependiente de ATP (residuos 1-331) unido al 
dominio polimerasa C-terminal (332-611; véase figura 5). Por consiguiente, parecía razonable especular 
que la actividad 5´-dRP pudiera residir en el dominio N-terminal de la enzima. Para comprobar dicha hi-
pótesis, se clonó y purificó el dominio ligasa de BsuLigD (LigDom) (véase Materiales y Métodos). Como 
se muestra en la figura 41, el LigDom es capaz de escindir el grupo 5´-dRP del sustrato indicado (véase 
el esquema en la parte superior de la figura 41) en una reacción independiente de iones Mn2+. En la figura 
40 se observa como, además, el LigDom forma un complejo covalente con el DNA tras la reducción con 
NaBH4. Estos resultados permiten concluir que el sitio catalítico responsable de la actividad 5´-dRP liasa 
de BsuLigD se localiza en el LigDom de la enzima.  
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Figura 40. Formación de complejos DNA-
proteína. Como sustrato de la reacción se 
empleó el híbrido marcado en 3´ mostrado 
en la parte superior de la figura. La reacción 
se llevó a cabo como se detalla en Materiales 
y Métodos incubando 4 nM del sustrato 
de DNA (pretratado con la UDG) con la 
proteína indicada (100 nM de BsuLigD o 
PaeLigD, 147 nM de LigDom) durante los 
tiempos indicados en presencia de 0,64 mM 
MnCl2. Tras la incubación, las muestras se 
redujeron mediante la adición de 100 mM 
de NaBH4 y se analizaron por electroforesis 
en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS 
y posterior autorradiografía. Se indican 




La formación de un complejo estable entre BsuLigD y un DNA con un 5´-dRP en presencia de 
NaBH4 llevó a analizar cuál podría ser el residuo nucleofílico que forma el intermedio de la base de 
Schiff con el sitio AP, y si las actividades ligasa y AP-liasa residían en el mismo sitio activo. Para ello, se 
cambiaron a alanina los residuos Lys24 (K24A), Lys189 (K189A), Lys206 (K206A) y Lys208 (K208A), 
homólogos de los residuos Lys481, Lys618, Lys635 y Lys637 de la proteína LigD de M. tuberculosis 
(MtuLigD), que forman parte del sitio activo de la actividad ligasa de esta proteína (Akey et al., 2006). 
Además, también se cambió a alanina el aminoácido Glu184 (E184A), homólogo al ligando de metal 
Glu613 de MtuLigD responsable de la catálisis de la actividad de ligación (Akey et al., 2006). Como se 
muestra en la figura 42, todas las proteínas mutantes fueron deficientes en la actividad ligasa, como era 
esperable (A), pero presentaron unos niveles de actividad 5´-dRP liasa similares a los mostrados por la 
enzima wild-type (B). Estos resultados nos permitieron concluir que ambas actividades no comparten el 
mismo centro activo. 
Figura 41. La actividad 5´-dRP de BsuLigD reside en su dominio ligasa. El experimento se realizó tal y como se 
ha descrito en el pie de figura 39, aunque en este caso en presencia de 216 nM de LigDom, en ausencia (-) o presencia 
(+) de 0,64 mM MnCl2. Tras una incubación de 30 minutos a 30ºC, las muestras se analizaron por electroforesis 
en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se indica la posición de los productos. Alk., 














6. La resistencia de las esporas a desecación extrema (ultrahigh vacuum, UHV) de-
pende de BsuLigD y Nfo
Estudios previos mostraron que esporas de B. subtilis en las que se delecionaban los genes que 
codifican las AP-endonucleasas eran más sensibles a la desecación debido a la inducción de SSB (Salas-
Pacheco et al., 2005). Además, la desecación por UHV también reducía la supervivencia de las esporas 
mutantes ΔligD como consecuencia de DSBs en el DNA (Moeller et al., 2007). Para determinar si existe 
una relación entre BsuLigD y la vía de BER, esporas mutantes de B. subtilis que carecen de BsuLigD 
(ΔligD), de la AP-endonucleasa específica de la espora Nfo (Δnfo) y de ambas (ΔligD Δnfo) se sometieron 
a un tratamiento de desecación por UHV. Tal y como se muestra en la figura 43, en las esporas ΔligD la su-
pervivencia se reducía cuatro veces. Del mismo modo, la deleción del gen nfo aumentaba dos veces la sen-

































Figura 42. Análisis de la actividad 5´-dRP liasa de los mutantes K24A, K189A, K206A, K208A y E184A de 
BsuLigD. (A) Actividad ligasa. El ensayo se llevó a cabo como se describe en Materiales y Métodos incubando 23 
nM de cada una de las proteínas indicadas con 1,2 nM del híbrido de DNA portador de un nick  indicado en la 
parte superior de la figura (Materiales y Métodos), en presencia de 5 μM de MnCl2 durante 30 minutos a 30ºC. Tras 
la incubación, las muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 
autorradiografía. (B) Actividad 5´-dRP liasa. El ensayo se llevó a cabo como se detalla en Materiales y Métodos. El 
DNA representado en la parte superior de la figura (y obtenido como se detalla en Materiales y Métodos) se incubó 
con 28 nM de la proteína indicada en presencia de 0,64 mM de MnCl2 durante 30 minutos a 30ºC. Posteriormente 
las reacciones se pararon mediante la adición a la mezcla de 100 mM de NaBH4. Las muestras se analizaron por 
electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía
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en la reparación del DNA en las esporas tras una exposición a UHV de siete días. Es interesante destacar 
que ambas enzimas, LigD y Nfo no parecen contribuir de manera aditiva a la resistencia de la espora tras 
la exposición a UHV, ya que las esporas ΔligD Δnfo presentaban una sensibilidad estadísticamente similar 
a la obtenida en las esporas del mutante simple ΔligD, lo cual sugiere que existe una interacción funcional 
entre ambas proteínas de reparación. 
Cuando se analizaron los efectos de la mutación E184A de BsuLigD, que inactiva la actividad liga-
sa de la proteína, sobre la eficiencia de reparación de lesiones inducidas por UHV, se obtuvieron resultados 
similares (figura 44). Estos resultados apoyan la existencia de una ruta BER específica de la espora para 






























Figura 43. Supervivencia de las esporas de B. subtilis deficientes en BsuLigD y/o Nfo. El experimento se llevó 
a cabo como se detalla en Materiales y Métodos. Las UFCs de las esporas expuestas a UHV se dividieron entre la 
media de los valores de UFC de las muestras de esporas no tratadas para obtener la supervivencia tras la exposición 
al daño. Los datos presentados se expresan como la media ± DE, N=3. Los asteriscos (*) indican los valores de 
supervivencia a UHV que son significativamente diferentes (P-valor ≤ 0,05) con respecto a los valores de las esporas 
wild-type (wt). Estos experimentos fueron llevados a cabo por nuestros colaboradores Katja Nagler, Marina Raguse y 
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Figura 44. Supervivencia de las esporas de B. subtilis que expresan el mutante de BsuLigD deficiente para 
la actividad ligasa (E184A) y/o la AP endonucleasa Nfo. El experimento se llevó a cabo como se detalla en 
Materiales y Métodos. Las UFCs de las esporas expuestas a UHV se dividieron entre la media de los valores de 
UFC de las muestras de esporas no tratadas para obtener la supervivencia tras la exposición al daño. Los datos 
presentados se expresan como la media ± DE, N=4. Los asteriscos (*) indican los valores de supervivencia a UHV 
que son significativamente diferentes (P-valor ≤ 0,05) con respecto a los valores de las esporas wild-type (wt). Estos 
experimentos fueron llevados a cabo por nuestros colaboradores Katja Nagler, Marina Raguse y el Dr. Ralf Moeller 
(German Aerospace Center, Colonia, Alemania). La construcción de las estirpes empleadas fue realizada por la Dra. 
Begoña Carrasco, del laboratorio del Dr. Juan Carlos Alonso (Centro Nacional de Biotecnología, Madrid).

Capítulo 3





En el Capítulo 2 se ha descrito la capacidad de la proteína BsuLigD de reconocer y procesar sitios 
AP internos localizados en sustratos tipo flap mediante su actividad AP-liasa (véase la figura 37). Para 
dilucidar si se trata una actividad específica para este tipo de sustrato o, por el contrario, BsuLigD tiene 
una actividad AP-liasa clásica, se analizó dicha actividad sobre sitios AP presentes en moléculas de DNA 
de distinta naturaleza. 
1. La actividad AP-liasa de BsuLigD no es capaz de procesar un sitio AP central en 
sustratos de dsDNA 
En primer lugar, se analizó la capacidad de BsuLigD de actuar sobre sitios AP ubicados en una 
posición central en un sustrato de doble cadena romo. Para ello, se empleó un híbrido de DNA de 34-
mer marcado en su extremo 3´ en cuya posición 16 tiene una 2´-desoxiuridina (véase el esquema en la 
parte superior de la figura 45), y que fue tratado con la UDG. A continuación, se incubó con BsuLigD, 
en presencia de MnCl2. En la figura 45 se observa como BsuLigD no es capaz de incidir sobre el sitio AP 
en presencia de Mn2+. Por otra parte, se analizó si se requería la presencia de nucleótidos en la mezcla de 
reacción para que BsuLigD llevara a cabo su actividad AP-liasa en este tipo de sustratos, para lo cual el 
experimento se realizó en presencia de cada uno de los NTPs (ATP, CTP, GTP y UTP). En la figura 45 se 
observa que, tanto en ausencia como en presencia de cada nucleótido, BsuLigD no es capaz de procesar el 
sitio AP cuando este se halla en posición central.
Figura 45. BsuLigD es incapaz de procesar un 
sitio AP cuando está localizado en la posición 
central de un sustrato de dsDNA. Panel superior, 
representación esquemática del sustrato empleado 
en el experimento, un dsDNA de 34-mer obtenido 
mediante la hibridación de los oligonucleótidos pU, 
marcado en 3´, y pG, (véase Materiales y Métodos). 
G=dGMP; U=UMP. Panel inferior: autorradiografía 
que muestra que BsuLigD es incapaz de procesar el 
sitio AP de esta molécula. El experimento se realizó 
tal y como se detalla en Materiales y Métodos. El 
híbrido de DNA pretratado con UDG se incubó 
con 114 nM de BsuLigD, 5 mM de MnCl2 y 10 
μM de cada uno de los NTPs (ATP, CTP, GTP o 
UTP). Tras una incubación de 30 minutos a 30ºC, 
las muestras se analizaron por electroforesis en 
gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 
autorradiografía. Se indica la posición de los 
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2. BsuLigD tiene actividad AP-liasa sobre sitios AP próximos a extremos 5´-recesivos
Puesto que existen proteínas con actividad AP-liasa que actúan preferentemente cuando el sitio 
AP se localiza próximo al extremo 5´, tales como BsuKu (Capítulo 1, figura 29) o la proteína Ku humana 
(Strande et al., 2012), se analizó si la actividad AP-liasa de BsuLigD era capaz de actuar sobre sitios AP 
próximos a dicho extremo. Para ello, se empleó el sustrato que aparece indicado en la parte superior de 
la figura 46, en el que la cadena marcada en 3´ posee un extremo 5´-recesivo y una 2´-desoxiuridina en la 
cuarta posición. Tras un pretratamiento con la UDG, este DNA se incubó con BsuLigD en presencia de 
MnCl2 y con cada uno de los NTPs. Tal y como se observa en la figura 46, BsuLigD es capaz de introducir 
un nick sobre el sitio AP únicamente en presencia de GTP, que es el nucleótido complementario al dCMP 
de la cadena molde localizado frente al sitio AP, dando lugar a un producto de 19-mer. Este resultado 
parece indicar que el nucleótido que se ha de incorporar en el lugar del sitio AP se requiere para que la 
actividad AP-liasa de BsuLigD incida sobre el sitio AP. Como puede observarse en la figura, en presencia 
de GTP se observa además la aparición de un DNA de menor movilidad electroforética correspondiente a 
un producto de ligación.
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Figura 46. La actividad AP-liasa de BsuLigD 
puede actuar sobre un sitio AP próximo a un 
extremo 5´-recesivo en presencia de nucleótido. 
Panel superior: representación esquemática del 
sustrato empleado en el experimento, un DNA 
5´-recesivo obtenido mediante la hibridación del 
oligonucleótido de 22-mer U4al marcado en 3´ con 
el oligonucleótido comp-U4al+4 (véase Materiales 
y Métodos). Panel inferior: el híbrido de DNA se 
trató con la UDG y posteriormente se incubó con 
114 nM de BsuLigD, 5 mM de MnCl2 y 10 μM de 
cada uno de los NTPs durante 30 minutos a 30ºC. 
Las muestras se analizaron por electroforesis en 
gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 
autorradiografía. Se indica la posición de los 
productos. Alk., hidrólisis alcalina del sitio AP.
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3. Requerimientos de la actividad AP-liasa de BsuLigD y la posterior reacción de 
ligación 
Para confirmar el requerimiento del nucleótido correcto en la actividad AP-liasa de BsuLigD, se 
analizaron distintos contextos de secuencia, variando los nucleótidos frente al sitio AP. En la figura 47A se 
observan los diferentes híbridos empleados, que fueron diseñados de manera que en la posición del molde 
enfrentada a la 2´-desoxiuridina, y en las dos que flanquean a esta, hubiera el mismo nucleótido. Así, en 
el híbrido a (esquema superior de la figura 47A) la secuencia de esa zona del oligonucleótido es 5´-CUC 
(y su complementaria 5´-GGG en el molde), en el híbrido b (esquema central de la figura 47A) es 5´-TUT 
(y su complementaria 5´-AAA en el molde) y en el c (esquema inferior de la figura 47A) es 5´-GUG (y 
su complementaria 5´-CCC en el molde). Estos sustratos a, b y c, pretratados con UDG, se incubaron con 
BsuLigD en ausencia y presencia de cada uno de los cuatro NTPs, y en presencia de MnCl2. En la figura 
47B se observa que la aparición del producto de 19-mer se consigue fundamentalmente tras incubar con 
BsuLigD y el nucleótido complementario a aquel de la cadena molde que se encuentra enfrentado al sitio 
AP en cada sustrato analizado (indicado a la izquierda de cada panel de la figura 47A). Así, el panel su-
perior de la figura 47B muestra como la actividad AP-liasa de BsuLigD sobre el sustrato a requiere fun-
damentalmente CTP; el panel medio muestra la dependencia de UTP para llevar a cabo la incisión en el 
sitio AP en el sustrato b y el panel inferior indica el requerimiento de GTP para que la proteína actúe sobre 
el sustrato c. Estos resultados permiten confirmar que la presencia del nucleótido correcto en la mezcla 
de reacción es necesaria para que BsuLigD lleve a cabo su actividad AP-liasa sobre este tipo de sustratos. 
Es de destacar que sólo en el caso del híbrido c (esquema y panel inferior de la figura 47A y B), y en pre-
sencia de GTP, se observó un DNA de menor movilidad electroforética, correspondiente a un producto de 
ligación. El hecho de que el único DNA con un extremo 3´-OH libre (y por tanto “ligable”) que hay en la 
reacción es el del oligonucleótido molde, que presenta un dGMP en su extremo 3´-protuberante (señalado 
con una flecha en el esquema de la figura 47Ac), sugiere que la proteína podría estar empleando como 
sustrato upstream en la reacción de ligación este extremo, cuyo nucleótido terminal en 3´ hibridaría con 
el nucleótido de la cadena molde en la posición anterior a la que queda frente al sitio AP, a diferencia de 
los sustratos a y b, en los que el dGMP en 3´ no es complementario a la posición anterior a la enfrentada 
al sitio AP, siendo dGMP y dAMP, respectivamente.
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Para comprobar que efectivamente el producto de ligación correspondía a la unión del DNA con el 
extremo 3´-OH libre en la reacción (el molde), se realizó un experimento empleando un híbrido de DNA 
de estructura similar a los utilizados en la figura 47, pero que presentase un ddCMP en el extremo 3´ del 
DNA molde y que, por tanto, no pudiera ser ligado al extremo 5´-P que se genera tras la β-eliminación 
en el sitio AP. En la parte superior de la figura 48 se muestran los sustratos empleados en el experimento: 
mientras que el sustrato de la izquierda presenta un molde en cuyo extremo 3´ hay un dGMP, en el de la 
derecha, hay un ddCMP. Ambos sustratos se trataron con la UDG. Como se puede observar en el panel 
Figura 47. Procesamiento de sitios AP próximos al extremo 5´-recesivo de moléculas con distinto contexto de 
secuencia. (A) Híbridos de DNA con extremos 5´-recesivos empleados en el experimento. Los distintos sustratos 
se obtuvieron mediante la hibridación de los siguientes oligonucleótidos: (a) U4al-CUC (22-mer) y comp-GGG 
(26-mer), (b) U4al-TUT (22-mer) y comp-AAA (26-mer) y (c) U4al-GUG (22-mer) y comp-CCC (26-mer) (véase 
Materiales y Métodos). La cadena marcada en cada híbrido es la que contiene la 2´-desoxiuridina (U). (B)  Los 
sustratos a, b y c, pretratados con la UDG se incubaron con 114 nM de BsuLigD, 5 mM de MnCl2 y 10 μM de cada 
uno de los NTPs durante 30 minutos a 30ºC, según se indica. Las muestras se analizaron por electroforesis en gel de 
poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se indica la posición de los productos. Alk., hidrólisis 
alcalina del sitio AP. La figura es una imagen compuesta a partir de diferentes partes del mismo experimento.
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izquierdo de la figura 48, la BsuLigD introduce un nick en el sitio AP (producto de 19-mer) en presencia 
de GTP, dando lugar, como se ha comentado anteriormente, a un producto de ligación. Cuando se em-
pleó el sustrato con un ddCMP en el extremo 3´ del molde (panel derecho de la figura 48), se observa 
que BsuLigD es capaz de reconocer y procesar el sitio AP en presencia fundamentalmente de GTP, pero 
no da lugar a un producto de ligación. Este hecho parece confirmar que la proteína está empleando como 
sustrato upstream en la reacción de ligación el oligonucleótido molde. Asimismo, este resultado indica 
que el nucleótido correcto, esencial para la actividad AP-liasa, no es incorporado necesariamente, sino que 
su presencia es probablemente requerida para que la interacción entre BsuLigD y el sitio AP sea lo sufi-
cientemente estable para que posteriormente la enzima lleve a cabo la reacción de β-eliminación sobre el 
sitio AP, sin que sea imprescindible la formación del enlace fosfodiéster entre el dNMP del extremo 3´ del 
sustrato upstream (el primer) y el NTP entrante. En este ensayo, además, se llevó como control de tamaño 
un sustrato de banda simple de 45-mer (diseñado con la secuencia del oligonucleótido molde, comp-CCC, 
c    Alk.   - + + + + + 
- A C G U - 
CT   c   Alk.   - + + + + + 
- A C G U - 
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Figura 48. BsuLigD no da lugar a un producto de ligación cuando en el extremo 3´ del DNA molde hay un 
ddNMP. Arriba: sustratos empleados en el experimento. Izquierda: el oligonucleótido U4alGUG marcado en 3´ se 
hibridó con comp-CCC para dar lugar a un sustrato 5´-recesivo con un 3´-OH en el molde (una G, marcada en color 
verde); derecha: el oligonucleótido UalCUG marcado en 3´ se hibridó al oligonucleótido comp-GCC-3´ddC para 
producir un sustrato 5´-recesivo con un dideoxi- en el extremo 3´ del molde (marcado como ddC, en rosa) (véase 
Materiales y Métodos). Abajo: autorradiografía del experimento realizado con el sustrato que presenta en el extremo 
3´ del molde un OH (izquierda) o un dideoxi- (derecha). Los híbridos pretratados con UDG, se incubaron con 114 
nM de BsuLigD, 5 mM de MnCl2 y 10 μM de cada NTP durante 30 minutos a 30ºC, según se indica. Las muestras 
se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se indica la 
posición de los productos. c, DNA de partida; Alk., hidrólisis alcalina del sitio AP; CT, control de tamaño de 44-mer, 
marcado en 3´ (45-mer). La figura es una imagen compuesta a partir de diferentes partes del mismo experimento.
Resultados 3
106
seguido de la secuencia del oligonucleótido U4al-GUG a partir del sitio AP y marcado en 3´, véase Ma-
teriales y Métodos). Teniendo en cuenta que la movilidad electroforética del producto de ligación es lige-
ramente menor a la del marcador de tamaño, BsuLigD estaría incorporando el nucleótido correcto (GTP) 
al sustrato upstream, previa escisión del sitio AP y, a continuación, ligando el producto elongado al 5´-P 
recién generado tras el corte del sitio AP en el sustrato downstream.
Una vez determinado que BsuLigD estaría empleando como sustrato upstream en la reacción de 
ligación el oligonucleótido molde, se quiso estudiar si este sustrato donador del 3´-OH procedía de la 
misma molécula, de manera que se estaría formando un hairpin, o por el contrario, de otra molécula inde-
pendiente. La figura 49 muestra un modelo que explica ambas posibilidades. BsuLigD es capaz de recono-
cer el sustrato que contiene un sitio AP (representado con un círculo de color negro) próximo al extremo 
5´-recesivo de la molécula. La unión del nucleótido correcto (indicado con una G, en rojo) estabilizaría el 
complejo DNA-proteína. El sitio AP es procesado por la actividad AP-liasa de BsuLigD, generándose un 
extremo 5´-P “ligable” en el oligonucleótido downstream. Según el modelo simplificado en la figura 49A, 
el primer empleado por BsuLigD procede de una molécula distinta a la cual está unida la enzima. En el 
modelo indicado en la figura 49B, el sustrato donador del primer es la propia molécula a la cual está unida 
BsuLigD, formándose un hairpin. El producto de ligación obtenido en ambos modelos, y tras la incorpo-
ración de GMP sería del mismo tamaño (46-mer, por estar marcado en 3´).  
Figura 49. Esquema mostrando las dos posibles procedencias del primer empleado por BsuLigD en la reacción 
de ligación tras romper el enlace fosfodiéster de un sitio AP en un DNA con un extremo 5´-recesivo. 
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4. BsuLigD emplea como primer el oligonucleótido molde, formando un hairpin
Para analizar cuál de las dos situaciones posibles expuestas en la figura 49 podía estar teniendo 
lugar, se realizó un experimento en presencia de un exceso de distintas moléculas de DNA no marcado 
cuya región 3´ protubera tres nucleótidos: -CGG o -ACC. En la parte superior de la figura 50 se observa 
el sustrato empleado marcado en 3´, y en la parte inferior, los sustratos no marcados con una región protu-
berante de 3-mer. Si BsuLigD estuviese empleando como primer una molécula de DNA diferente a la cual 
está unida (modelo A de la figura 49), en presencia del nucleótido correcto GTP se observaría la aparición 
de un producto de ligación de movilidad electroforética mayor a la observada en ausencia de DNA no 
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Figura 50. El producto de ligación obtenido en presencia del nucleótido correcto tras la actividad AP-liasa de 
BsuLigD es resultado de la ligación intramolecular del extremo de la cadena molde al extremo 5´-P generado. 
Panel superior: representación esquemática del sustrato empleado en el experimento. El oligonucleótido U4al-GUG 
(22-mer) marcado en 3´ (23-mer), se hibridó al oligonucleótido comp-CCC para formar un sustrato 5´-recesivo (véase 
Materiales y Métodos). Paneles centrales: 0,83 nM del híbrido de DNA pretratado con la UDG, se incubó con 114 
nM de BsuLigD, 5 mM de MnCl2, 10 μM de cada uno de los NTPs, y, cuando se indica, 5 nM del híbrido de DNA 
no marcado representado en la parte inferior de cada panel (véase Materiales y Métodos). Tras una incubación de 30 
minutos a 30ºC, las muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior 
autorradiografía. Se indica la posición de los productos. Alk., hidrólisis alcalina del sitio AP. La figura es una imagen 
compuesta a partir de diferentes partes del mismo experimento.
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marcado (panel izquierdo de la figura 50). Sin embargo, tanto en presencia del híbrido no marcado cuya 
región protuberante es -CGG (panel central, figura 50) como aquel cuya región protuberante es -ACC 
(panel derecho, figura 50), se observa un producto de ligación de idéntico tamaño al obtenido en ausencia 
de DNA no marcado. Estos resultados indican que, en estas condiciones, BsuLigD parece estar empleando 
como primer la propia molécula a la cual está unida, formándose un hairpin en la molécula, es decir, la 
situación expuesta en el modelo B de la figura 49. 
5. BsuKu estimula la actividad AP-liasa de BsuLigD
Puesto que BsuKu estimula las actividades polimerasa y ligasa de BsuLigD in vitro (de Vega, 
2013), se analizó si la actividad AP-liasa de BsuLigD también aumentaba en presencia de BsuKu y si esta 
última favorecía la ligación intermolecular. Para ello, se realizó el experimento mostrado en la figura 51 
con el sustrato 5´-recesivo y marcado radiactivamente esquematizado en la parte superior. Este DNA se 
preincubó con UDG, tras lo cual se incubó con BsuKu, con BsuLigD, o con ambas, en presencia de GTP 
(el NTP correcto) y MnCl2, así como en presencia o ausencia de un exceso de un DNA no marcado y con 
un extremo 3´-protuberante complementario a la zona protuberante de siete nucleótidos del sustrato que 
posee el sitio AP una vez que haya actuado la actividad AP-liasa de BsuLigD (ver figura 51, DNA no 
marcado). La utilización de este sustrato permitiría descartar que la preferencia mostrada por BsuLigD 
a la hora de emplear como primer el extremo 3´-protuberante de la misma molécula de DNA a la que se 
encontraba unida fuera debida a esa falta de complementariedad (figura 50). Como se puede observar en 
la figura 51, la aparición de un producto de 19-mer en presencia de BsuKu (carriles a y b) indica que esta 
proteína es capaz de introducir un nick en el sitio AP, aunque de manera poco eficiente. BsuLigD, por su 
parte, también es capaz de llevar a a cabo la reacción de β-eliminación sobre el sitio AP (carriles c y d) y 
dar lugar a un producto de ligación (46-mer). La ausencia de un producto de ligación de distinta movilidad 
en ausencia (carril c) o presencia (carril d) del DNA no marcado, indicaría de nuevo que se está generando 
un hairpin, y el propio molde de la molécula está siendo empleado por BsuLigD como primer. Por otra 
parte, cuando en la mezcla de reacción están presentes ambas proteínas, BsuKu y BsuLigD (carriles e y 
f), se observa una estimulación de la actividad AP-liasa, aunque la cantidad de producto de ligación per-
manece estable. Teniendo en cuenta que, tal y como se ha descrito en el Capítulo 2, BsuKu tiene actividad 
AP-liasa, se quiso comprobar que el aumento de actividad observado en presencia de ambas proteínas 
respecto a cada una por separado, se debe a una estimulación de BsuLigD por BsuKu y no al contrario. 
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Para conocer la contribución de cada una de las proteínas en la incisión sobre el sitio AP, se realizó 
el experimento mostrado en la figura 52. El sustrato, representado en la parte superior de la figura, se trató 
con UDG, y a continuación se incubó con BsuKu (carril a), BsuLigD (carril b) o ambas (carriles c y d), 
en presencia de MnCl2 y del NTP indicado (el nucleótido correcto GTP, o un nucleótido incorrecto, ATP). 
Como se puede observar en la figura, ambas proteínas son capaces de actuar sobre el sitio AP, como se 
deduce de la aparición del producto de 19-mer. Cuando en la mezcla de reacción están simultánea-
mente BsuKu y BsuLigD, en presencia de un nucleótido incorrecto (ATP) (carril c), no se observa una 
estimulación de la actividad. Únicamente cuando hay GTP en la reacción (carril d), hay un aumento 
del producto de corte, lo cual sugiere que BsuKu está estimulando la actividad AP-liasa de BsuLigD.
Por otra parte, en presencia de BsuKu/LigD y del nucleótido incorrecto ATP (carril c), se observa 
un producto de ligación de 45-mer, que correspondería a la ligación directa del primer al 5´-P recién ge-
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Figura 51. La presencia de BsuKu no favorece la ligación intermolecular tras el procesamiento del sitio AP.  
Parte superior: esquema del sustrato marcado empleado en el experimento: El oligonucleótido U4al-GUG marcado 
en 3´ se hibridó al oligonucleótido comp-CCC para dar lugar a un sustrato 5´-recesivo (véase Materiales y Métodos). 
Parte inferior, derecha: DNA no marcado empleado en el experimento, híbrido de los oligonucleótidos sp1CTTGCTG 
y sp1c que da lugar a una molécula con un extremo 3´-protuberante de 7 nucleótidos, perfectamente complementaria 
al extremo 3´-protuberante del sustrato marcado una vez que haya actuado una AP-liasa (véase Materiales y 
Métodos). Parte inferior, izquierda: autorradiografía del experimento. El DNA marcado (0,83 nM) pretratado con 
UDG se incubó con 114 nM de BsuKu (carriles a y b), 57 nM de BsuLigD (carriles c y d) o ambas (carriles e y f), en 
presencia de 10 μM de GTP, 5 mM de MnCl2 y en ausencia o presencia de 4,1 nM del DNA no marcado. Tras una 
incubación de 30 minutos a 30ºC, las muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M 
urea y posterior autorradiografía. Se indica la posición de los productos. DNA: sustrato de partida de la reacción. Alk., 
hidrólisis alcalina del sitio AP.
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nerado tras la actividad AP-liasa, sin que se haya incorporado ningún nucleótido. Teniendo en cuenta la 
cantidad de producto obtenido tras la incisión del sitio AP, similar a la observada en presencia únicamente 
de BsuKu, así como que el nucleótido adicionado en la mezcla no es el correcto, lo más probable es que 
la actividad AP-liasa que haya actuado en este caso sea la de BsuKu, y no la de BsuLigD. En presencia de 
GTP y de ambas proteínas (carril d), si bien se incrementa la cantidad de producto de 19-mer, la eficiencia 
de la ligación posterior no aumenta. Este hecho sugiere que, al menos en estas condiciones, la unión de 
BsuKu a los extremos del DNA podría estar inhibiendo la formación del hairpin. 
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Figura 52. BsuKu estimula la actividad AP-liasa de BsuLigD. Parte superior: esquema del sustrato marcado 
empleado en el experimento, obtenido al hibridar el oligonucleótido U4al-GUG marcado en 3´ al oligonucleótido 
comp-CCC para dar lugar a un sustrato 5´-recesivo (véase Materiales y Métodos). Parte inferior: El DNA marcado 
pretratado con UDG se incubó con 114 nM de BsuKu (carril a), 57 nM de BsuLigD (carril b) o ambas, en presencia 
de 10 μM de ATP (carril c) o GTP (carril d) y 5 mM de MnCl2. Tras una incubación de 30 minutos a 30ºC, las 
muestras se analizaron por electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior autorradiografía. Se 
indica la posición de los productos. DNA: sustrato de partida de la reacción. Alk., hidrólisis alcalina del sitio AP. La 
figura es una imagen compuesta a partir de diferentes partes del mismo experimento.
Análisis de la capacidad de BsuLigD de insertar nucleótidos 





La TLS es un proceso de tolerancia al daño en el DNA que implica el “intercambio” de las DNA 
polimerasas replicativas por DNA polimerasas especializadas (normalmente pertenecientes a la familia 
Y) y capaces de introducir con alta eficiencia uno o varios nucleótidos (correcto o incorrecto) frente a la 
lesión (Sale et al., 2012). Una DSB puede llevar asociados daños en las bases, de modo que la maquinaria 
de NHEJ debería enfrentarse a distintos tipos de lesiones para llevar a cabo la unión de los extremos. Te-
niendo en cuenta que las LigDs juegan un papel importante en la reparación del DNA, se quiso determinar 
cómo la  BsuLigD respondía a la presencia de daños en la cadena molde. Para ello se utilizaron moléculas 
de DNA con gaps de un nucleótido que portaban en el nucleótido molde una serie de lesiones frecuentes 
en el DNA que implican la modificación o pérdida de las bases nitrogenadas: timin-glicol, 5-hidroxicito-
sina, 8-oxoguanina y THF (análogo químicamente estable de un sitio AP) (ver figura 53). 
Las ROS provocan la oxidación de las bases nitrogenadas, dando lugar a distintos nucleótidos 
modificados. El timin-glicol es una modificación por oxidación de la timina. Esta lesión es muy tóxica ya 
que provoca distorsiones en la doble hélice, bloqueando la acción de las polimerasas y, aunque se trata 
de un daño voluminoso, normalmente es reparado por la vía de BER (Hatahet y Wallace, 1998; Nilsen y 
Krokan, 2001). Otra modificación altamente mutagénica debido a que provoca la transición C→T, es la 
oxidación de la citosina, que da lugar a la lesión 5-hidroxicitosina, también reparada por BER (Feig et al., 
1994; Wang et al., 1998). Sin embargo, el daño más estable producido por estrés oxidativo es la 8-oxo-
guanina, originado por la oxidación de la guanina (Laval et al., 1998). Se trata de una lesión elevadamente 
mutagénica debido a que el nucleótido que contiene esta base modificada tiene una capacidad dual de 
apareamiento con dCMP o dAMP. Por último, otro tipo de daño muy frecuente es la aparición de sitios 
AP producidos como consecuencia de la actividad de las glicosilasas durante la BER o por la hidrólisis 
espontánea de los enlaces N-glicosídicos (McCullough et al., 1999). Estos sitios AP son las lesiones más 
comunes en el DNA, pudiendo darse hasta 50.000 al día en células de mamíferos (Lindahl, 1993). 
Figura 53. Estructura química de las lesiones en las bases nitrogenadas empleadas en los experimentos de 
bypass del presente capítulo [modificado de (Krokan y Bjørås, 2013)]. 
8-oxoguanina 5-hidroxicitosina timin-glicol THF 
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En trabajos previos se mostró la capacidad del PolDom de las LigDs de M. tuberculosis y P. aeru-
ginosa de realizar el bypass de 8oxodG y THF, respectivamente (Yakovleva y Shuman, 2006; Pitcher et 
al., 2007b). Aquí analizamos la capacidad de BsuLigD de insertar NMPs frente a distintos tipos de daños 
empleando la proteína completa. Para facilitar la interpretación de los resultados en cuanto a la inserción 
de nucleótidos frente a las lesiones se utilizó la proteína mutante E184A, puesto que, tal y como se ha 
explicado en el Capítulo 2, el aminoácido Glu184 es uno de los responsables de la actividad ligasa por ser 
el residuo de unión de metal (Akey et al., 2006). Por otra parte, para analizar la capacidad de la proteína 
de ligar un sustrato elongado frente a una lesión se empleó la proteína wild-type. 
1. Análisis de la capacidad de adición de nucleótidos del mutante E184A de BsuLigD 
frente a lesiones en la cadena molde
En primer lugar se analizó si BsuLigD era capaz de realizar la inserción de nucleótidos en molé-
culas con un gap de un nucleótido frente a distintas lesiones: OH-C, Tgly, 8oxodG, y THF. Para ello se 
diseñaron diferentes moléculas de DNA con un gap de un nucleótido, marcadas en 5´ con el fluoróforo 
Cy5 (véase Materiales y Métodos y panel superior de la figura 54). Como se puede observar en la figura, 
en ausencia de lesión la proteína introduce mayoritariamente el nucleótido correcto (CMP) (figura 54A). 
Sin embargo, BsuLigD también es capaz de introducir UMP lo cual indica que, tal y como está descrito 
para el dominio polimerasa de otras LigDs (Yakovleva y Shuman, 2006; Pitcher et al., 2007b), BsuLigD 
presenta una baja fidelidad de inserción. En presencia de la lesión OH-C (figura 54B), BsuLigD apenas 
discrimina entre la inserción de AMP, GMP y UMP, llevando a cabo, por tanto, una reacción infiel. Frente 
a la lesión Tgly, la proteína introduce preferentemente el nucleótido correcto (AMP) (figura 54C), aunque 
también es capaz de insertar con alta eficiencia los nucleótidos GMP y UMP. En estas condiciones la pro-
teína es mutagénica. Por otro lado, cuando en el molde hay un 8oxodG (figura 54D), BsuLigD incorpora 
tanto AMP como CMP. Estos resultados contrastan con la LigD de M. tuberculosis y M. smegmatis en 
las que se ha descrito que su PolDom inserta de manera mucho más eficiente CMP que AMP frente a esta 
lesión (Pitcher et al., 2007b). Es interesante destacar que en estas condiciones, BsuLigD introduce CMP 
frente a 8oxodG en el molde de manera más eficiente que frente al nucleótido GMP (sin daño) (ver figura 
54A). Por último, frente a un sitio AP (THF) en el molde, BsuLigD introduce mayoritariamente AMP. 
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Figura 54. Inserción de NTPs del mutante E184A de BsuLigD frente a daños en la cadena molde. Parte 
superior: representación esquemática de la estructura de las moléculas empleadas en el ensayo. La X indica 
qué nucleótido hay en el molde en cada caso. El gap está flanqueado por un fosfato en 5´ en el oligonucleótido 
downstream. El oligonucleótido upstream (Cy5-pber) está marcado en 5´ con el fluoróforo Cy5. Los híbridos 
se formaron como se indica en Materiales y Métodos. En todos los casos se incubó 2,3 nM de la proteína mutante 
E184A de BsuLigD con 4,8 nM de DNA, 5 mM de MnCl2 y la concentración de NTP indicada en cada caso. Las 
reacciones se incubaron a 30ºC durante los tiempos indicados. Posteriormente las muestras fueron analizadas 
mediante electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y visualizadas con un escáner Typhoon 9410. A la 
derecha de cada panel se observa la representación del porcentaje del primer elongado (cuantificado mediante análisis 
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2. Capacidad de BsuLigD de ligar un extremo 5´-P a un 3´-OH NMP situado frente 
a una lesión
Una vez analizada la capacidad de BsuLigD de introducir cada NMP frente a distintas lesiones 
en el DNA, se quiso estudiar si la proteína era además capaz de llevar a cabo una ligación eficiente del 
sustrato elongado frente a cada tipo de daño. Para ello, se incubó la proteína wild-type con cada uno de 
los híbridos empleados en el apartado anterior durante un tiempo de reacción y en presencia de concen-
traciones de NTPs suficientes para que se produjera la elongación de la cadena primer (véase Materiales 
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Figura 55. Actividad polimerasa y ligasa de BsuLigD en sustratos con un gap de un nucleótido portadores de 
distintos daños en el nucleótido molde. Parte superior: representación esquemática de la estructura de las moléculas 
empleadas en el ensayo. La X indica qué nucleótido hay en el molde en cada caso. El gap está flanqueado por un 
fosfato en 5´ en el oligonucleótido downstream. El oligonucleótido upstream (Cy5-pber) está marcado en 5´ con 
el fluoróforo Cy5. Los híbridos se constituyeron como se indica en Materiales y Métodos. En todos los casos se 
incubó 11,4 nM de BsuLigD wild-type con 4,8 nM de DNA en presencia de 40 μM de MnCl2 y la concentración de 
cada NTP indicada en cada caso. Las reacciones se incubaron a 30ºC durante los tiempos indicados. Las muestras 
fueron analizadas mediante electroforesis en gel de poliacrilamida al 20%-8 M urea y posterior visualización con un 
escáner Typhoon 9410. A la derecha de cada panel se observa la representación del porcentaje del producto ligado en 
presencia de cada NTP (cuantificado mediante análisis densitométrico de las bandas) frente al tiempo.
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y Métodos y Figura 55). En estos experimentos se empleó una dosis de MnCl2 adecuada para obtener 
producto de ligación (40 μM). 
Como se puede observar BsuLigD inserta el NMP correcto frente a un molde no dañado y liga el 
producto elongado (Figura 55A). En presencia del resto de los NTPs no se observó producto elongado ni, 
por tanto, ligación (no mostrado). Tal y como se observa en la figura 55B, pese a que la enzima es capaz 
de incorporar AMP, GMP y UMP frente a un molde con un OH-C, BsuLigD muestra preferencia a la hora 
de ligar el extremo 3´ del NMP correcto (GMP), lo cual indica que la proteína, a pesar de realizar una 
incorporación infiel de NMPs, mantiene la fidelidad en la ligación. Del mismo modo, cuando BsuLigD 
se encuentra en el molde un Tgly (figura 55C) es capaz de introducir AMP y GMP, pero la reacción de 
ligación sólo se da en presencia del NTP correcto. Por otra parte, si bien la BsuLigD llevaba a cabo la 
inserción de AMP y CMP frente a un 8oxodG con una eficiencia similar (figura 54D), la posterior reac-
ción de ligación es ligeramente más eficiente cuando el nucleótido introducido es AMP (figura 55D). Por 
tanto, frente a este daño, BsuLigD tiene una potencial capacidad mutagénica. Por último, la eficiencia de 
la ligación del extremo 3´-OH de un NMP introducido frente a un THF es muy baja ya que, si bien en las 
condiciones empleadas más del 80% de las moléculas de primer han sido extendidas, solo el 10% de estas 






1. Procesamiento eficiente de sitios AP por proteínas Ku bacterianas 
Los sitios AP son lesiones muy frecuentes en el DNA generadas por diversos agentes genotóxicos 
endógenos o exógenos, que han de ser reparadas para garantizar el mantenimiento del genoma y la super-
vivencia de las células. Estos sitios AP son reconocidos por enzimas especializadas en escindirlos, bien 
mediante hidrólisis del enlace fosfodiéster en su lado 5´ (AP-endonucleasas) o mediante la ruptura del 
enlace C3´-O-P del lado 3´ por un mecanismo de β-eliminación (AP-liasas), de manera que generan nicks 
en el DNA flanqueados por distintos tipos de extremos (Khodyreva y Lavrik, 2011). 
Antes del comienzo de esta Tesis Doctoral se había descrito que la proteína Ku humana era capaz 
de eliminar sitios AP próximos a los extremos del DNA gracias a una actividad AP/5´-dRP liasa (Roberts 
et al., 2010; Strande et al., 2012). A pesar de que la presencia de esa actividad no era predecible en las 
proteínas Ku bacterianas, puesto que carecen del dominio vWA, región de la subunidad Ku70 de la pro-
teína humana en la que reside dicha actividad, esos estudios nos llevaron a evaluar la capacidad de las 
proteínas Ku bacterianas en reconocer sitios AP y procesarlos. En esta Tesis se ha identificado por primera 
vez la presencia de una actividad AP/5´-dRP liasa en la proteína Ku de B. subtilis. Así, se ha mostrado 
que BsuKu reconoce los sitios AP introduciendo un nick en 3´ en ausencia de metal (actividad AP-liasa) 
mediante una reacción de β-eliminación que, por tanto, genera extremos 3´-PUA y 5´-P. Por otro lado, 
la proteína es capaz de eliminar el grupo 5´-dRP (actividad 5´-dRP liasa) producido tras la acción de una 
AP-endonucleasa sobre un sitio AP, generando extremos 5´-P que posteriormente pueden ser ligados a un 
grupo 3´-OH upstream. 
En esta Tesis Doctoral se ha mostrado que BsuKu es capaz de actuar sobre sitios AP presentes en 
diferentes sustratos de DNA. La proteína ejerce su actividad AP-liasa sobre ssDNA y dsDNA. Además, 
BsuKu es capaz de unirse a DNAs sin extremos de distinta naturaleza, e introducir  nicks en sitios AP con-
tenidos en estos. Estos resultados sugieren que (i) además de unirse al DNA de manera “clásica” a través 
de su anillo central, BsuKu es capaz de unirse de una manera alternativa en la que podría estar interaccio-
nando con el DNA a través de cargas positivas en la superficie de la proteína, como ocurre en la proteína 
Ku de M. smegmatis (Kushwaha y Grove, 2013a); y, por tanto, (ii) probablemente el residuo responsable 
de la actividad AP-liasa se localiza fuera del anillo central de BsuKu, tal y como está descrito para el Ku70 
humano (Roberts et al., 2010). Ambos hechos, la unión “no canónica” al DNA sin extremos y la potencial 
localización externa del residuo responsable de la actividad AP-liasa, podrían facilitar el reclutamiento de 
la proteína a los sitios AP del DNA para llevar a cabo su actividad AP-liasa.  
En la búsqueda del residuo responsable de la actividad, se han analizado las lisinas 138 y 241 de 
BsuKu, por estar altamente conservadas y localizarse en la superficie externa de la proteína (véase la figura 
19). Se puede concluir que ninguno de estos residuos es el responsable de la actividad AP-liasa de BsuKu, 
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puesto que su actividad es similar a la proteína wild-type. Se ha descrito que en la proteína Ku humana es 
necesario mutar dos lisinas en el monómero Ku70 (Lys31 y Lys160) y seis lisinas adicionales en el Ku80 
(Lys543, Lys544, Lys545, Lys565, Lys566 y Lys568) para que la actividad AP-liasa sobre sitios AP inter-
nos se reduzca por debajo del 10% con respecto a la proteína wild-type (Strande et al., 2014). Esto abre la 
posibilidad que también en el caso de BsuKu no sea un único residuo, sino varios, los responsables de la 
actividad AP/5´-dRP liasa.
En esta Tesis se ha descrito que, del mismo modo que ocurre con la proteína Ku humana, BsuKu 
presenta preferencia por ciertos sustratos para llevar a cabo su actividad AP-liasa (Strande et al., 2012; 
Kosova et al., 2016). Es capaz de romper el enlace fosfodiéster en sitios AP próximos a extremos 5´-pro-
tuberantes, pero no actúa cuando estas lesiones están próximas a extremos 3´-protuberantes. Este hecho 
supondría una ventaja en un contexto de unión de extremos: si BsuKu pudiese actuar de manera eficiente 
sobre sitios AP presentes en extremos 3´-protuberantes se generaría un grupo PUA que debería ser poste-
riormente procesado por una actividad nucleolítica adicional para regenerar un extremo 3´-OH y permitir 
la ligación final por parte de BsuLigD. Sin embargo, puesto que BsuKu actúa únicamente sobre sitios 
AP en extremos 5´-protuberantes, tras la actividad AP-liasa se elimina parte de la región de ssDNA que 
contiene el grupo 3´-PUA, mientras que permanece el grupo 5´-P que puede ser ligado directamente al 
3´-OH perteneciente al otro extremo de la DSB, sin que fuera necesaria la intervención de actividades 
enzimáticas adicionales. 
Estudios bioquímicos previos llevados a cabo con las proteínas de NHEJ de B. subtilis Ku y 
LigD mostraron la existencia de una interacción funcional entre ellas (de Vega, 2013). En esta Tesis se ha 
descrito que la unión previa de BsuKu al DNA es necesaria para reclutar a BsuLigD y otorgarle la estabi-
lidad necesaria para reunir y posteriormente ligar los extremos de la rotura. El complejo BsuKu-LigD es 
capaz de unir no sólo extremos de DNAs perfectamente complementarios (3´-protuberantes, 3´-recesivos 
o romos) y parcialmente complementarios, en los que se genera un complejo sináptico con un gap de un 
nucleótido, que es rellenado y ligado por la LigD, sino que además une de manera eficiente moléculas que 
contienen un sitio AP próximo a extremos 5´-protuberantes in vitro. Para ello actúan de manera secuencial 
y coordinada las actividades de ambas proteínas del sistema: Ku se une a los extremos, reconoce y rompe 
el enlace fosfodiéster en 3´ del sitio AP, recluta a la LigD que posteriormente ligará los extremos, bien 
directamente si existiera una total complementariedad entre ellos, o previo relleno del gap que se pudiera 
generar en la sinapsis de las dos moléculas de DNA. 
B. subtilis puede sobrevivir en condiciones ambientales adversas porque es capaz de formar en-
dosporas. Debido a la ausencia de actividades enzimáticas en la espora, se produce una acumulación de 
daños en el DNA que deberán ser reparados cuando la célula germine (Setlow, 2003). Unas de las lesiones 
más frecuentes son los sitios AP, cuya presencia simultánea en zonas próximas de las dos cadenas pueden 
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dar lugar a DSBs como consecuencia de la posterior actividad de enzimas AP-endonucleasas, tal y como 
se ha mencionado en el Capítulo 1. En esta Tesis se muestra la capacidad del complejo Ku-LigD para unir 
moléculas de DNA que contienen sitios AP próximos a extremos 5´-protuberantes, previo procesamiento 
de los mismos. Estos resultados, junto con el hecho de que, tal y como se ha mencionado en la Introduc-
ción, los genes que codifican BsuKu y BsuLigD se expresen en la preespora sugieren que el complejo 
BsuKu-LigD tendría la potencialidad de reparar eficientemente las DSBs producidas por la hidrólisis 
endonucleolítica de sitios AP próximos en las dos cadenas durante la germinación y posterior crecimiento 
de la espora.
Por último, la actividad AP-liasa descrita no se restringe a BsuKu, tal y como se ha demostrado 
en la presente Tesis. La proteína PaeKu, de la bacteria Gram-negativa P. aeruginosa, filogenéticamente 
alejada de B. subtilis, también es capaz de procesar los sitios AP a través de una actividad AP-liasa. Este 
resultado permite extender el papel de Ku en la reparación de sitios AP a otras especies bacterianas que 
posean el sistema de reparación de DSBs por NHEJ.
2. Actividad 5´-dRP liasa de proteínas LigD bacterianas de NHEJ y su potencial pa-
pel en BER
Las esporas son formas de resistencia metabólicamente inactivas, sin apenas moléculas energéti-
cas (como ATP o NADH) ni actividades enzimáticas, que son capaces de sobrevivir durante largos perío-
dos de escasez de nutrientes (Setlow, 1994; Cowan et al., 2003). Pese a que la espora de B. subtilis posee 
mecanismos de protección del DNA, tales como las proteínas SASP-tipo-α/β, que se unen a este y alteran 
su estructura y propiedades protegiéndolo de distintos agentes genotóxicos (Setlow, 2006; Leggett et al., 
2012), las esporas están continuamente expuestas a diversas condiciones ambientales que pueden provo-
car una acumulación de daños en su genoma. Estas lesiones, tales como los fotoproductos, las roturas de 
cadena, las bases modificadas y los sitios AP, son potencialmente letales y mutagénicas (Setlow y Setlow, 
1995). 
B. subtilis posee tres genes que codifican AP-endonucleasas: exoA, expresado en células en creci-
miento y en la preespora; nfo, cuya expresión se restringe a la esporulación (Salas-Pacheco et al., 2005); 
e yshC, que codifica una DNA polimerasa de la familia X con actividad AP-endonucleasa  y cuyo patrón 
de expresión aún no se ha determinado (Baños et al., 2010). El gen nfo de B. subtilis, que codifica la Nfo, 
se expresa bajo el control del factor de transcripción σG en la preespora (Urtiz-Estrada et al., 2003), por lo 
que la proteína está presente en la espora madura. Por otra parte, existen estudios que sugieren que el gen 
exoA, que codifica la AP endonucleasa ExoA, también se expresaría en la esporulación ya que la medición 
de los niveles de actividad β-galactosidasa de una fusión exoA-lacZ mostró que aumentaban durante la 
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esporulación (Salas-Pacheco et al., 2005), aunque en este caso no se ha determinado si la proteína está 
presente en la espora latente. Resultados previos mostraron como las esporas de B. subtilis carentes de 
ExoA y/o Nfo incrementaban su sensibilidad a los tratamientos que generaban sitios AP y roturas en el 
DNA. Esos trabajos ya avanzaban la potencial importancia de la ruta de BER para reparar los sitios AP que 
se hubieran acumulado durante la latencia de la espora (Salas-Pacheco et al., 2003, 2005; Moeller et al., 
2011). Sin embargo, para llevar a cabo la BER se requerirían, además de una AP-endonucleasa, una 5´-dRP 
liasa, una polimerasa y una ligasa en la espora.
Como se ha expuesto anteriormente, la proteína BsuLigD es codificada por el gen ykoU, que forma 
parte del regulón σG, y su expresión es activada por la proteína de unión al DNA SpoVT en la preespora 
(Wang et al., 2006). En la presente Tesis se ha mostrado que BsuLigD podría potencialmente intervenir en 
la vía de BER ya que la enzima (véase la figura 56) (i) rellena de manera eficiente un gap de un nucleótido 
de una molécula de DNA que contiene un extremo 5´-dRP, (ii) mediante su actividad liasa elimina el grupo 
5´-dRP dando lugar a un nick flanqueado por extremos 3´-OH y 5´-P, (iii) sella el nick y (iv) parece parti-
cipar junto con la AP endonucleasa Nfo en la reparación de lesiones en el DNA inducidas por desecación 
por UHV. La habilidad de BsuLigD de rellenar el gap previamente al corte del grupo 5´-dRP, así como su 
incapacidad de unir extremos 3´-OH y 5´-dRP, garantizaría la reparación de la lesión sin que se produzca 
pérdida de información genética. La ausencia de enzimas accesorias en los experimentos de reconstitución 
de BER indica que las actividades de polimerización, eliminación del 5´-dRP y ligación de BsuLigD po-
drían ser necesarias y suficientes para la reparación por BER de sitios AP durante la germinación y poste-
rior crecimiento, junto con la AP-endonucleasa de B. subtilis Nfo y/o ExoA.
Por tanto, aunque a priori BsuLigD parecía estar implicada únicamente en la reparación de DSBs 
mediante la vía de NHEJ, los resultados presentados en esta Tesis parecen sugerir una participación po-
tencial de esta proteína también en la vía BER, hipótesis que podría extenderse al resto de bacterias con el 
sistema NHEJ de reparación de DSBs  (en vista a los resultados obtenidos con la LigD de P. aeruginosa) y 
quizás a la recientemente descrita DNA Ligasa de NHEJ de la arquea Methanocella paludicola (Bartlett et 
al., 2013). El papel dual observado en BsuLigD ha sido también descrito en proteínas de NHEJ de eucario-
tas, donde polimerasas de la vía NHEJ intervienen en la vía BER para reparar roturas de cadena asociadas 
a daños en el DNA (Ramsden, 2011). Por otra parte, recientemente se ha comprobado como la deleción de 
Ku70 o Ku80 en ratones provoca sensibilidad en las células a agentes genotóxicos que provocan lesiones 
en el DNA, tales como bases alquiladas y oxidadas, y SSBs que son reparadas por las proteínas de la vía 
de BER (Li et al., 2013; Choi et al., 2014). 
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En esta Tesis se ha descrito que el sitio activo responsable de la actividad AP/5´-dRP liasa reside 
en el LigDom N-terminal de la proteína, si bien no se puede descartar la existencia de residuos en el do-
minio de polimerización que pudieran contribuir a dicha actividad. La presencia de una actividad 5´-dRP 
liasa ha sido descrita previamente en las DNA ligasas dependientes de ATP de los bacteriófagos T4 y T7 
(Bogenhagen y Pinz, 1998) y en la ligasa mitocondrial humana (Pinz y Bogenhagen, 1998). Estudios 
previos han descrito que la ligasa del bacteriófago T4 es capaz de unir directamente un extremo 3´-OH 
a un 5´-dRP en un nick regenerando el sitio AP, que tendría que ser posteriormente procesado por acti-
vidades AP-liasas o AP-endonucleasas. Como consecuencia de esta reacción se generaría en el extremo 
3´ un grupo PUA, que debería ser procesado por una actividad nucleolítica adicional para dar lugar a un 
extremo 3´-OH “elongable”. Por el contrario, BsuLigD no es capaz de llevar a cabo esa reacción, ya que 
Figura 56. Modelo del papel de BsuLigD en BER. BsuLigD rellena un gap de un nucleótido en un DNA generado 
tras la acción de una AP-endonucleasa sobre un sitio AP. Con su actividad 5´-dRP liasa elimina el grupo 5´-dRP 
desplazado, generándose un extremo 5´-P. Por último, sella el nick entre el nucleótido incorporado y el 5´-P recién 
generado, de modo que la lesión queda reparada. 
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únicamente se observa el producto de ligación en presencia del NTP correcto y una vez se ha eliminado el 
5´-dRP (véase la figura 33). Así pues, la prevención de la ligación directa por BsuLigD de esos extremos 
representaría una ventaja, ya que la enzima estaría obligada a eliminar previamente el grupo 5´-dRP, no 
siendo necesarias actividades enzimáticas accesorias. 
Estudios evolutivos sugieren que todas las DNA ligasas dependientes de ATP descienden de un 
ancestro común y tienen seis motivos conservados en su secuencia (I, III, IIIa, IV, V y VI) que definen 
una familia de nucleotidiltransferasas [revisado en (Martin y MacNeill, 2002). Por lo tanto, la presencia 
de una actividad 5´-dRP liasa en el dominio ligasa de las LigDs bacterianas permite aventurar que es una 
característica general de, al menos, las DNA ligasas dependientes de ATP. 
3. Actividad AP-liasa de BsuLigD en sustratos 5´-recesivos
En el Capítulo 2 se ha descrito que BsuLigD presenta actividad AP-liasa sobre moléculas tipo flap, 
sustratos que podrían generarse como consecuencia de la unión de extremos de DNA con zonas protube-
rantes parcialmente complementarias. Las enzimas con actividad AP-liasa actúan de manera preferente 
sobre distintos tipos de sustratos de DNA. Mientras que la proteína Ku humana (Strande et al., 2012) y 
BsuKu (Capítulo 1) actúan con su actividad AP-liasa sobre sitios AP próximos a extremos 5´, Pol β es más 
eficiente escindiendo grupos 5´-dRP preincididos por una AP-endonucleasa (Prasad et al., 1998). En esta 
Tesis Doctoral se ha querido profundizar en la capacidad de BsuLigD de procesar sitios AP ubicados en 
distintas posiciones de la molécula de DNA. 
BsuLigD no es activa cuando el sitio AP se encuentra en posición central en un dsDNA (véase la 
figura 45). Si así fuera, se generaría un gap flanqueado por un 3´-PUA que requeriría la actividad adicional 
de una nucleasa. A diferencia de BsuLigD, otras LigDs presentan, además de los dominios polimerasa y 
ligasa, un dominio fosfoesterasa con actividad 3´-fosfodiesterasa que interviene en la regeneración de los 
extremos 3´-OH de las cadenas rotas en un paso previo a la ligación (Zhu y Shuman, 2006, 2007). Esta 
actividad 3´-fosfodiesterasa podría ser capaz de procesar el extremo 3´-PUA, pero puesto que BsuLigD 
carece de este dominio fosfoesterasa, la incapacidad de actuar sobre sitios AP centrales garantizaría que 
no se generasen extremos que no se pudiesen reparar posteriormente.
Sin embargo, la proteína sí es capaz de procesar sitios AP próximo a extremos 5´-recesivos. En la 
figura 46 se observa que el procesamiento de estos ocurre en presencia de Mn2+ y del nucleótido correcto 
que debería ser incorporado sustituyendo al sitio AP. El requerimiento de metal y nucleótido podrían in-
dicar que son necesarios para que se forme un complejo estable y catalíticamente activo entre la LigD y 
el DNA. En este sentido, los estudios estructurales y bioquímicos llevados a cabo con el PolDom de M. 
tuberculosis pusieron de manifiesto la capacidad de este de formar un complejo preternario estable consti-
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tuido por un monómero de PolDom con dos iones metálicos y el nucleótido complementario al molde en 
su sitio activo, unido a un extremo 5´-recesivo, y en ausencia de una cadena primer que aporte el extremo 
3´-OH (Brissett et al., 2011). La formación de este complejo es relevante porque aceleraría la reacción de 
NHEJ, probablemente porque provee un sitio de unión del primer preparado para ser utilizado en la unión 
de los extremos. Del mismo modo, BsuLigD podría estar formando un complejo con la cadena 5´-recesiva 
que contiene un sitio AP, el nucleótido correcto que debería incorporarse cuando se eliminase la lesión y 
el ión Mn2+. El modelo sugerido sería el que se muestra en la figura 57, y se explica a continuación: (1) Se 
formaría un complejo binario entre la proteína y el DNA con el sitio AP, como ocurre con el PolDom de M. 
tuberculosis y M. smegmatis (Pitcher et al., 2007b). Está descrito que el PolDom de la LigD de M. tubercu-
losis interacciona con el fosfato en 5´ del oligonucleótido downstream. Sin embargo, en los experimentos 
presentados en el Capítulo 3, el sustrato downstream empleado carece de este 5´-P. Probablemente, en este 
caso el complejo se estaría estabilizando gracias a la interacción de la proteína con un fosfato interno. En 
este sentido se ha descrito la habilidad del PolDom de M. tuberculosis de unirse a fosfatos internos (Bris-
sett et al., 2011). (2) La unión del nucleótido correcto permitiría la estabilización del complejo. (3) Una 
vez posicionado el nucleótido correcto, la actividad AP-liasa de BsuLigD rompería el enlace fosfodiéster 
en el sitio AP del DNA, generando un fosfato en 5´. Este grupo 5´-P recién generado podría interaccionar 
con los residuos Lys331 y Lys341 de BsuLigD, descritos como los responsables de la interacción con el 
fosfato en 5´ (de Vega, 2013), lo cual favorecería más aún la estabilización del complejo preternario entre 
la proteína, el nucleótido y el DNA, a la espera de la llegada de un primer que permitiese llevar a término 
la reacción de unión de extremos.  
Como se ha mostrado en las figuras 46, 47 y 48, se observa la aparición de un producto de ligación 
únicamente en presencia del NTP correcto y siempre y cuando el NMP en 3´ de la cadena molde sea com-
plementario al nucleótido anterior al que se localiza frente al sitio AP. Este hecho indica que la molécula 
donadora del 3´-OH, es decir, la que está actuando como primer en la reacción de ligación, es la cadena 
molde, bien de la misma molécula de modo que se estaría formando un hairpin, bien de una diferente, 
estableciéndose una sinapsis entre dos moléculas independientes. Para dilucidar cuál de estas dos reac-
ciones se favorece, empleamos diversas moléculas de DNA no marcado con extremos 3´-protuberantes 
en exceso, para fomentar la reacción de sinapsis frente a la formación del hairpin. Según los resultados 
obtenidos con los distintos DNAs no marcados ensayados, se observa que el primer utilizado por BsuLigD 
es, en todos los casos analizados, la cadena molde de la misma molécula, de modo que se estaría formando 
un hairpin en el que solo habría un apareamiento que cerraría el extremo del DNA. En estudios realizados 
con el PolDom de M. tuberculosis (Brissett et al., 2007), los autores observaron que la proteína era capaz 
de generar sustratos que imitaban un gap de un nucleótido mediante autoapareamiento, de manera similar 
a lo que podría estar ocurriendo en el caso de BsuLigD. Si bien es cierto que en ese trabajo se muestra que 
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PolDom promueve la sinapsis entre dos moléculas independientes, en los experimentos mostrados en el 
Capítulo 3 todos los productos de ligación obtenidos eran consecuencia del autoapareamiento de la molé-
cula molde, que estaba actuando a su vez como primer.
Por otra parte, en el Capítulo 1 se ha determinado que BsuKu recluta a BsuLigD permitiendo la 
Figura 57. Modelo de la formación del complejo preternario de BsuLigD con un DNA 5´-recesivo con un sitio 
AP. (1) El sitio AP (esquematizado con un círculo blanco) es reconocido por BsuLigD estabilizándose probablemente 
por la interacción con un fosfato interno en el DNA, formándose el complejo binario. (2) BsuLigD une el nucleótido 
correcto (en rojo) que debería insertarse sustituyendo al sitio AP, pero sin formar el enlace fosfodiéster. (3) La 
actividad AP-liasa de BsuLigD incide sobre la región 3´ del sitio AP, generándose un fosfato en 5´ que podría 
interaccionar con el dominio polimerasa de la proteína, estabilizando el complejo. El complejo DNA-proteína-NTP 
estaría preparado para la llegada de un primer. 
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unión de dos moléculas de DNA, y está descrito que estimula sus actividades polimerasa y ligasa (de Vega, 
2013). Por esto resultó interesante analizar si la presencia de BsuKu favorecería la unión entre dos molécu-
las independientes en detrimento de la formación del hairpin. Según los resultados mostrados en la figura 
51, incluso en presencia de BsuKu y un DNA no marcado en exceso se observó un producto de ligación del 
tamaño correspondiente al autoapareamiento de la molécula molde, lo cual podría deberse a que no se ha 
hallado la longitud óptima de la región 3´-protuberante del sustrato no marcado para favorecer la reacción 
de sinapsis entre dos moléculas independientes.
Puesto que en el Capítulo 1 se ha descrito que BsuKu a su vez es capaz de procesar sitios AP, era 
interesante analizar cual sería la contribución de cada una de las proteínas al corte del sitio AP observado 
en la figura 51. Se puede concluir que BsuKu estimula in vitro la actividad AP-liasa de BsuLigD y no al 
revés, puesto que se observó un aumento del producto en presencia de ambas proteínas pero sólo cuando 
el nucleótido aportado en la reacción es el correcto (véase la figura 52), requisito necesario para el fun-
cionamiento de BsuLigD. En este mismo experimento se obtuvo un resultado interesante: mientras que 
la estimulación por parte de BsuKu de la actividad AP-liasa de BsuLigD sobre el sustrato 5´-recesivo fue 
notable, no se observó un aumento del producto de ligación obtenido tras el procesamiento del sitio AP, 
es decir BsuKu potenció la actividad AP-liasa de BsuLigD pero limitó la reacción de ligación, de modo 
que podría estar impidiendo la formación del hairpin. De esta manera, BsuKu supondría un mecanismo 
de protección de los extremos evitando que quedasen sellados y bloqueasen la reparación por NHEJ, lo 
cuál supondría un suicidio para la célula. En la literatura se han descrito otras proteínas con una actividad 
AP-liasa “suicida”, tales como PARP-1 que permanece unida covalentemente al sitio AP tras romper el 
enlace fosfodiéster, de manera que representa un complejo de reparación abortivo (Prasad et al., 2014). 
En el caso del sistema de reparación de NHEJ de B. subtilis, BsuKu garantizaría que la molécula de DNA 
cuyo sitio AP ha sido procesado por BsuLigD no quedase bloqueado por esta y permaneciera disponible 
para una posible reacción de NHEJ  posterior. 
4. Bypass de lesiones por BsuLigD y su posible papel en TLS
La proteína BsuLigD tiene dos dominios funcionales: LigDom y PolDom. El PolDom de las LigDs 
bacterianas pertenece a la superfamilia AEP, tal y como han descrito análisis in silico (Iyer et al., 2005) y 
estudios cristalográficos (Zhu et al., 2006; Pitcher et al., 2007b). Las AEPs son polimerasas absolutamen-
te necesarias para la iniciación de la replicación del DNA en arqueas y eucariotas (Frick y Richardson, 
2001), pero además intervienen en numerosos procesos celulares, ya que poseen una amplia variedad de 
actividades nucleotidil transferasas, tales como primasa, transferasa terminal y de relleno de gaps de DNA 
(Lao-Sirieix et al., 2005; Pitcher et al., 2005b; Bowater y Doherty, 2006). Las LigDs actúan sobre molé-
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culas de DNA con gaps, que pueden surgir durante el apareamiento limitado de bases en los extremos de 
DNA producidos por DSBs (Pitcher et al., 2007a; Shuman y Glickman 2007). Por otra parte, en la repa-
ración de DSBs, la rotura puede estar asociada a daños en el DNA, de manera que en las etapas de unión 
de extremos y relleno previas al sellado de las cadenas se podría eventualmente requerir el apareamiento 
con bases dañadas en el molde. La TLS es el proceso por el que se incorporan nucleótidos frente a lesiones 
en el DNA para que no se bloquee la acción de las polimerasas, y permite que el daño sea tolerado y se 
restaure el proceso replicativo (Sale et al., 2012). La mayoría de las polimerasas responsables de la TLS 
pertenecen a la familia Y, habiéndose descrito en B. subtilis dos proteínas que intervienen en este proceso: 
PolY1 y PolY2. PolY1 se expresa constitutivamente y PolY2 en presencia de daños en el DNA (Duigou 
et al., 2004).  El hecho de que sus patrones de expresión difieran indica que ambas desempeñan un papel 
biológico diferente. Además, se ha descrito que la Pol I, perteneciente a la familia A, puede también cola-
borar en esta vía de tolerancia al daño (Duigou et al., 2005). 
En estudios previos se ha mostrado la preferencia de BsuLigD en la inserción de NTPs en detri-
mento de dNTPs (de Vega, 2013), lo cual puede ser particularmente ventajoso en los periodos de quies-
cencia de B. subtilis, cuando es probable que las reservas de dNTPs escaseen en relación con las de NTPs 
(Gon et al., 2006).
Por todo esto, en esta Tesis se ha analizado la capacidad de la proteína BsuLigD de tolerar distintas 
lesiones en el molde de moléculas con un gap de un nucleótido en presencia de cada uno de los NTPs. 
En la literatura existen trabajos en los que se ha estudiado el bypass de lesiones en el molde de moléculas 
de DNA, tales como THF y 8oxodG por parte del PolDom de LigDs de Pseudomonas y Mycobacterium 
respectivamente (Yakovleva y Shuman, 2006; Pitcher et al., 2007b). Sin embargo, en la presente Tesis 
se quiso emplear la proteína completa para analizar la capacidad de polimerizar sobre un daño (BsuLigD 
mutante E184A) y la posterior ligación del primer elongado (BsuLigD wild-type). Esto permite obtener 
una visión más cercana a la realidad del proceso completo que tendría lugar en un gap de un nucleótido 
con un daño en el molde.
La oxidación de las bases nitrogenadas provoca la aparición de nucleótidos modificados en el 
DNA, lesiones que alteran el metabolismo replicativo de la célula. El Tgly y la OH-C son lesiones alta-
mente citotóxicas producidas por la oxidación de la timina y la citosina, respectivamente. En esta Tesis 
se ha observado que cuando en el molde se halla un Tgly, BsuLigD a través de su PolDom, es capaz de 
incorporar un nucleótido frente al daño. Pese a que muestra cierta preferencia en la incorporación de AMP, 
también incorpora otros nucleótidos de manera infiel (figura 54C).  Este resultado contrasta con el descrito 
para la polimerasa de la familia Y Pol η, que incorpora de manera fiel dAMP frente a un molde con un Tgly, 
y con una eficiencia similar a la inserción frente a un molde sin daño (Kusumoto et al., 2002). Analizando 
el bypass que realiza la BsuLigD frente a la lesión OH-C se observa asimismo que incorpora nucleótidos 
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de manera infiel (figura 54B). Esta descrito que la proteína humana Pol ι, de la familia Y, lleva a cabo una 
incorporación fiel cuando se enfrenta a este tipo de lesión en el molde (Vaisman y Woodgate, 2001). A 
pesar del comportamiento mutagénico de la BsuLigD frente a las lesiones OH-C y Tgly, cuando se ana-
liza su capacidad de sellar el primer elongado frente a estos nucleótidos modificados al oligonucleótido 
downstream, se observa que la reacción de ligación es fiel (véase la figura 55B y C), puesto que BsuLigD 
sella el nick cuando el nucleótido incorporado frente al daño es el correcto. Estos resultados indican que 
en este tipo de sustrato las actividades polimerasa y ligasa de BsuLigD actúan de manera eficiente y fiel 
para tolerar un Tgly o un OH-C presente en el molde. La disminución en la eficiencia de ligación cuando 
el primer ha sido extendido con un nucleótido erróneo podría permitir que otras actividades nucleolíticas 
pudieran eliminarlo, confiriendo a la LigD una nueva oportunidad para introducir el nucleótido correcto. 
Otra lesión analizada es el 8oxodG, que procede de la oxidación de la guanina. El 8oxodG puede 
aparear tanto con dCMP como con dAMP, por lo que se trata de una lesión altamente mutagénica. Bsu-
LigD incorpora de manera similar AMP y CMP (véase figura 54D). Este comportamiento es diferente al 
mostrado por la DNA polimerasa de la familia Y Pol κ, la cual incorpora preferenteme dAMP frente a 
un 8oxodG (Zhang et al., 2000). Por el contrario, los resultados obtenidos en estudios previos realizados 
con los PolDom de M. tuberculosis y M. smegmatis muestran que la polimerización frente a este tipo de 
lesiones es preferencialmente no-mutagénica (Pitcher et al., 2007b). Por otra parte la Pol ι humana, así 
como la Pol η de Saccharomyces cerevisiae, ambas pertenecientes a la Familia Y, también incorporan 
preferentemente dCMP frente a este tipo de lesión y por tanto promueven la formación del par correcto 
dCMP:8oxodG (Mcculloch et al., 2009; Kirouac y Ling, 2011). Cuando se analiza la capacidad de Bsu-
LigD a la hora de sellar el nick resultante de la elongación del primer sobre un 8oxodG en el molde (véase 
figura 55D), se observa una ligación preferente del par AMP:8oxodG. Estos resultados indican que Bsu-
LigD incorporaría de manera estable el nucleótido incorrecto frente a 8oxodG. 
Pese a que las polimerasas pertenecientes a la familia Y difieren enormemente en su estructura del 
PolDom de las LigDs, ambos grupos comparten la plasticidad de su centro activo que es inusualmente 
amplio y expuesto, permitiendo acomodar nucleótidos modificados voluminosos presentes en el molde. 
Los limitados contactos del centro activo con el DNA y el nucleótido entrante contribuyen también a la 
reducida fidelidad de estas polimerasas (Sale et al., 2012; Yang, 2014). 
En esta Tesis también se ha analizado la capacidad de la actividad polimerasa de BsuLigD de 
llevar a cabo el bypass sobre un sitio AP presente en el molde de moléculas de DNA con un gap de un nu-
cleótido. BsuLigD incorpora preferentemente AMP frente a un THF en el molde (véase figura 54E). Resul-
tados similares se han obtenido con las polimerasas humanas de la familia Y, Pol κ y Pol η, así como con 
la DNA polimerasa 4 (Dpo4) de Sulfolobus solfataricus (Zhang et al., 2000; Kokoska et al., 2003). Esta 
preferencia en la incorporación de nucleótidos de adenina frente a una lesión es una característica común 
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a numerosas DNA polimerasas y es la conocida como “regla de la A” (Strauss, 2002).  Sin embargo, la 
reacción de ligación observada en estas condiciones es muy poco eficiente, es decir, que a pesar de incor-
porar un nucleótido frente al daño, BsuLigD no parece capaz de sellar el nick resultante (véase figura 55E). 
En el Capítulo 4 se ha descrito que BsuLigD es capaz de realizar el bypass de lesiones en el molde 
en moléculas con un gap de un nucleótido de manera fiel (OH-C, Tgly) o infiel (8oxodG). Por otro lado, la 
actividad ligasa de BsuLigD de la proteína es capaz de sellar los nicks generados tras la elongación de un 
primer frente a distintos tipos de lesiones (Tgly, OH-C y 8oxodG), siendo además una reacción fiel para 
los daños Tgly y OH-C. Estos resultados parecen sugerir que además de las ampliamente descritas poli-
merasas de TLS de B. subtilis, PolY1 y PolY2, así como PolI, asimismo relacionada con la TLS, BsuLigD 
también podría intervenir en este proceso de tolerancia al daño. Sin duda, será interesante analizar si la 
proteína es capaz de llevar a cabo la posterior elongación de dichos nucleótidos o si, por el contrario, sería 
necesaria otra polimerasa especializada en TLS para llevar a cabo la reacción. Está descrito que BsuKu 
estimula las dos actividades de BsuLigD, polimerización y ligación sobre sustratos no dañados (de Vega, 
2013) por lo que será importante determinar la influencia de Ku en las reacciones de bypass de lesiones, no 
solo durante la inserción del nucleótido sino también en su posterior elongación y/o ligación tanto sobre 
moléculas tipo gap, como durante la sinapsis de extremos portadores de dichas lesiones.  
A la vista de los resultados presentados en esta Tesis Doctoral, cabe destacar en primer lugar la 
enorme versatilidad de BsuLigD, a cuyas actividades polimerasa y ligasa descritas previamente (de Vega, 
2013), se suma la aquí presentada AP/5´-dRP liasa. Además, BsuLigD es capaz de realizar el bypass de 
lesiones en moldes de moléculas con un gap de un nucleótido, y llevar a cabo la ligación final. Estos resul-
tados parecen indicar un potencial papel de esta enzima, no sólo en la ruta de NHEJ, sino en otras vías de 
reparación (BER) o de tolerancia al daño (TLS) del DNA. En este sentido, se ha relacionado una función 
de la LigD de P. putida independiente de Ku en mutagénesis en fase estacionaria (Paris et al., 2015), por 
lo que los autores conjeturan que la LigD podría estar implicada en otros procesos relacionados con el 
metabolismo del DNA tales como TLS y/o el relleno de gaps en DNAs dañados. El patrón de expresión 
de BsuLigD en la esporulación asegura su presencia en la germinación de la espora, momento en el que 
la célula puede ser especialmente vulnerable, puesto que se han podido acumular daños en su genoma 
que pongan en peligro la supervivencia de la bacteria. La multifuncionalidad de BsuLigD podría suponer 
un sistema energéticamente económico pero eficiente para garantizar la estabilidad del genoma. Por otra 
parte, en esta Tesis se ha descrito que el otro componente de la ruta NHEJ de B. subtilis, BsuKu, también 
interviene en la reparación de sitios AP en moléculas circulares y no solo recluta y estimula a BsuLigD, 
sino que regula en cierta medida sus actividades. El hecho de que BsuKu esté especializada en el procesa-
miento de sitios AP cuando estos se encuentran en extremos 5´-protuberantes, mientras que BsuLigD pro-
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cesa principalmente sitios AP cercanos a extremos 5´-recesivos, podría estar indicando una diferenciación 
funcional de ambas proteínas según el tipo de extremos generados, pero en cualquier caso, la presencia de 
la misma actividad en las dos proteínas no hace sino ahondar en la importancia que tiene la reparación de 
los sitios AP en la viabilidad celular. En este sentido, se han descrito numerosas proteínas que poseen una 
actividad 5´-dRP liasa que podría participar en la protección de las células contra los sitios AP [revisado 
en (Khodyreva y Lavrik, 2011)]. Entre estas proteínas encontramos a la DNA polimerasa I de E. coli (Pinz 
y Bogenhagen, 2000); la proteína UvrA, implicada en la ruta de NER de E. coli (Snowden et al., 1990); 
las glicosilasas de mamíferos NEIL-1, -2 y -3, cuya actividad 5´-dRP es similar a la de Pol β (Grin et al., 
2006); y PARP-1 y -2, proteínas implicadas en la regulación de la vía BER en eucariotas (Khodyreva et 
al., 2010; Kutuzov et al., 2011). Por otro lado, la Pol X de Bacillus subtilis es capaz de procesar sitios AP 
mediante una actividad AP-endonucleasa intrínseca (Baños et al., 2010). Todos estos ejemplos ponen de 
manifiesto la importancia de una reparación eficiente de los sitios AP, puesto que se trata del daño más 






1. La proteína BsuKu posee una actividad AP-liasa capaz de incidir en el enlace fosfodiéster en 3´ al sitio 
AP mediante un mecanismo de β-eliminación en una reacción independiente de metal, siendo capaz de 
actuar sobre sitios AP en moléculas de ssDNA, dsDNA, DNAs sin extremos y con extremos 5´-protu-
berantes. Las actividades coordinadas de las proteínas Ku (AP-liasa) y LigD (ligasa y polimerasa) de 
B. subtilis permiten unir sustratos con un sitio AP próximo a extremos 5´, simulando una reacción de 
NHEJ in vitro.
2. La proteína BsuKu tiene actividad 5´-dRP liasa, y junto con la BsuLigD, tiene la capacidad potencial de 
reparar de manera eficiente roturas de doble cadena producidas por hidrólisis endonucleolítica de sitios 
AP acumulados durante la germinación de la espora.
3. La presencia de la actividad AP-liasa en la proteína Ku de P. aeruginosa permite extrapolar los resulta-
dos obtenidos con la BsuKu al resto de proteínas Ku bacterianas.
4. La BsuLigD posee una actividad 5´-dRP liasa que permite la eliminación de un grupo 5´-dRP, generado 
por la hidrólisis de un sitio AP por una AP-endonucleasa y, en coordinación con sus actividades de po-
limerización y ligasa permite la reparación eficiente de DNAs que contienen un sitio AP en una reacción 
de BER reconstituida in vitro. El hecho de que la BsuLigD no sea capaz de ligar directamente grupos 
3´-OH y 5´-dRP adyacentes, sino que requiera el relleno previo del gap antes de eliminar el grupo 5´-
dRP, garantizaría que no haya pérdida de información genética en la reparación.
5. La actividad 5´-dRP liasa de la BsuLigD se localiza en el dominio ligasa N-terminal de la enzima. Este 
hecho, junto con la presencia de una actividad 5´-dRP liasa en otras DNA ligasas dependientes de ATP, 
indicaría que se trata de una característica común a este grupo de ligasas.
6. El requerimiento de un paso de polimerización, de eliminación del grupo 5´-dRP y finalmente de li-
gación en la ruta BER, junto con la participación de la BsuLigD con la AP-endonucleasa de la espora 
Nfo en la reparación de lesiones en el DNA inducidas por desecación (UHV), sugiere que ambas pro-
teínas podrían formar parte de una vía BER que opere en la espora.
7. La presencia de una actividad 5´-dRP liasa también en la proteína homóloga de la bacteria P. aeruginosa 
permite generalizar los resultados obtenidos con la BsuLigD al resto de las LigDs bacterianas.
8. La BsuLigD tiene actividad AP-liasa sobre sitios AP próximos a extremos 5´-recesivos, para lo que 
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requiere del catión Mn2+, así como de la presencia del nucleótido correcto que ha de incorporarse en 
la posición del sitio AP una vez que sea eliminado. Estos requerimientos sugieren la necesidad de la 
formación de un complejo preternario DNA-nucleótido-proteína para garantizar la rápida unión de un 
primer al grupo 5´-P generado tras el procesamiento del sitio AP.
9. La proteína BsuKu estimula la actividad AP-liasa de la BsuLigD pero inhibe la formación de un hair-
pin, evitando así que los extremos del DNA queden sellados y no pueda llevarse a cabo la unión de dos 
moléculas de DNA independientes.
10. La BsuLigD es capaz de introducir ribonucleótidos frente a lesiones tales como OH-C, Tgly y 8oxodG 
en moléculas de un gap de un nucleótido. Una vez insertado el nucleótido, la BsuLigD es capaz de lle-
var a cabo el posterior paso de ligación siempre que el nucleótido introducido sea el correcto (GMP y 
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ABSTRACT
Intracellular reactive oxygen species as well as the
exposure to harsh environmental conditions can
cause, in the single chromosome of Bacillus sub-
tilis spores, the formation of apurinic/apyrimidinic
(AP) sites and strand breakswhose repair during out-
growth is crucial to guarantee cell viability. Whereas
double-stranded breaks are mended by the nonho-
mologous end joining (NHEJ) system composed of
an ATP-dependent DNA Ligase D (LigD) and the DNA-
end-binding protein Ku, repair of AP sites would
rely on an AP endonuclease or an AP-lyase, a poly-
merase and a ligase. Here we show that B. subtilis Ku
(BsuKu), along with its pivotal role in allowing joining
of two broken ends by B. subtilis LigD (BsuLigD), is
endowed with an AP/deoxyribose 5′-phosphate (5′-
dRP)-lyase activity that can act on ssDNA, nicked
molecules and DNA molecules without ends, sug-
gesting a potential role in BER during spore out-
growth. Coordination with BsuLigD makes possible
the efﬁcient joining of DNA ends with near terminal
abasic sites. The role of this new enzymatic activity of
Ku and its potential importance in the NHEJ pathway
is discussed. The presence of an AP-lyase activity
also in the homolog protein from the distantly re-
lated bacterium Pseudomonas aeruginosa allows us
to expand our results to other bacterial Ku proteins.
INTRODUCTION
DNA double-strand breaks (DSBs), the most dangerous
DNA lesions as they provoke cell death or DNA rearrange-
ments, can arise either during DNA replication or after ex-
position to damaging agents (1,2) their repair being crucial
for the maintenance of genome integrity. Two main path-
ways mend these lesions: homologous recombination (HR)
and nonhomologous end joining (NHEJ). In HR the infor-
mation from an intact copy of the broken DNA duplex is
used as template for DNA synthesis through the lesion, en-
suring a faithful repair (3). Hence, HR is the main repair
pathway in bacteria under conditions of rapid proliferation
(4,5), but it is restricted to the S andG2 phases of the higher
eukaryotic cell cycle. Contrarily, as in NHEJ the DNA ends
are directly joined, the presence of a sister chromatid to act
as template for DNA synthesis is unnecessary (6). For that
reason, this pathway is active through the eukaryotic cell
cycle (7–10), as well as in many bacterial species that spend
much of their life cycle in stationary phase during which
only a single copy of their chromosome is present (5,11). In
NHEJ, the ends are usually processed by nucleolytic and/or
polymerization activities before the final sealing, a fact that
often leads to a mutagenic repair [reviewed in (12)].
In higher eukaryotes NHEJ is started by the binding to
the DNA ends of the Ku70/80 heterodimer that together
with the DNA-dependent protein kinase catalytic subunit
(13,14) bring about the synapsis of the broken ends. Fur-
ther recruitment of nucleases (Artemis, Fen1) and/or poly-
merases (,  and yeast Pol IV) (15–19) causes the process-
ing of the ends that are finally ligated by the complex Ligase
IV/XRCC4/XLF [reviewed in (7)].
In prokaryotes, the NHEJ complex is composed by a Ku
homodimer and a dedicated ligase (LigD), a multidomain
protein that in most cases contains phosphoesterase, poly-
merase and ligase activities that account for the end process-
ing, gap filling and sealing steps [reviewed in (4,5)]. Recently,
the presence of a bacterial related NHEJ complex has been
reported also in archaea and constituted by Ku, and stand-
alone ligase, polymerase and phosphoesterase proteins (20).
In both bacterial and eukaryotic NHEJ, Ku plays a piv-
otal role by threading the broken ends through its central
DNAbinding ring, allowing their alignment. Previous iden-
tification of prokaryotic Ku homologs (21) and later res-
olution of the human Ku heterodimer structure (22) al-
lowed to dissect the protein into three distinct domains.
Thus, the central ring-shaped core, conserved in eukaryotes
and prokaryotes, contains the regions responsible for dimer-
ization and for encircling duplex DNA. The von Wille-
brand A domain, specifically fused to the N-terminus of the
core in the eukaryotic Ku, mediates protein–protein inter-
actions (21–23). Finally, the eukaryotic Ku70 subunit has
a C-terminal extension similar to SAP domains involved in
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DNA binding, the only bacterial homolog with a SAP-like
domain being the Ku protein from Streptomyces coelicolor
(21,22).
Although the role of eukaryotic Ku in NHEJ had been
previously assumed only to recognize broken DNA ends
and to recruit the above-mentioned factors, an unexpected
primary role in end processing has been recently demon-
strated (24). Thus, human Ku possesses an intrinsic AP
lyase activity essential for the efficient removal of AP sites
near DSBs to allow final joining of those damaged ends
(24,25). Such an activity was mapped at the N-terminal von
Willebrand A domain of the Ku70 subunit, therefore the
presence of an AP-lyase in a bacterial Ku could not be an-
ticipated. Thus, notwithstanding that bacterial Ku has been
also studied in members of the genera Bacillus, Mycobac-
terium and Pseudomonas, no additional roles other than
DNA binding and recruitment of LigD have been identified
so far (26–33).
In this paper we show that Bacillus subtilis Ku (BsuKu),
is endowed with an intrinsic AP/5�-dRP lyase activity. The
BsuKu–LigD complex coordinates efficient processing of
DNA ends with near terminal abasic sites to allow the re-
pair of DSBs through the NHEJ pathway.
MATERIAL AND METHODS
Proteins and reagents
Unlabeled nucleotides were purchased from GE Health-
care. Labeled nucleotides were obtained from Perkin Elmer
Life Sciences. Substrates were radiolabeled at the 3� end
with [32P]-Cordycepin (3�-dATP) and terminal deoxynu-
cleotidyl transferase (TdT) or at the 5� end with [ 32P]ATP
and T4 polynucleotide kinase (T4PNK). TdT, T4PNK,
hAPE1, Escherichia coli Uracil DNA Glycosylase (UDG),
E. coliEndoIII, nickaseNt.BStNBI, T4DNA ligase and re-
striction enzymes AatII, HindIII and SmaI were obtained
from New England Biolabs. Thrombin was from Novagen.
Streptavidin was from Sigma-Aldrich. BsuKu and BsuLigD
were purified as described (26). The purifiedBsuKuwas fur-
ther loaded onto a 4 ml glycerol gradient (15–30%) contain-
ing 30 mM Hepes, pH 7.4, 20 mM ammonium sulfate, 180
mM NaCl, 1 mM EDTA, and 7 mM -mercaptoethanol
and centrifuged at 4◦C for 24 h at 348 134 x g in a Beckman
TST 60.4 Swinging rotor. After centrifugation, 24 fractions
were collected from the bottom of the tube for further anal-
ysis. Five microliters of each fraction were analysed in the
AP-lyase activity (see below).
Cloning, overexpression and purification of Pseu-
domonas aeruginosaKu (PaeKu). A DNA encoding PaeKu
(21) was PCR-amplified from P. aeruginosa strain PAO-1
genomic DNA using forward (5�-CGCGCGGGCATA
TGGCGCGTGCGATCTGGAAAGG) and reverse (5�-
GGCCGGATCCTCAGGCCTTGCGCCGCGAACG)
primers. The forward and reverse primer contained an
NdeI and BamHI site, respectively. Therefore, the amplified
DNAwas digested with NdeI and BamHI before cloning in
the NdeI-BamHI digested pET-28a(+) bacterial expression
vector (Novagen), which carries an N-terminal His-Tag
configuration to express the recombinant protein as fusions
with an N-terminal hexahistidyl for purification on Ni2+-
affinity resins. The insert was sequenced completely to rule
out the acquisition of mutations during amplification and
cloning. Escherichia coliBL21(DE3) cells were transformed
with the recombinant expression plasmid pET-28PaeKu,
and such construction was further confirmed by DNA
sequencing. Expression of the His-tagged PaeKu protein
was carried out in the E. coli strain BL21(DE3), which
contains the T7 RNA polymerase gene under the control of
the isopropyl -D-thiogalactopyranoside (IPTG)-inducible
lacUV5 promoter (34,35). Cells, previously transformed
with plasmid pET-28PaeKu were grown overnight in LB
medium at 37◦C in the presence of kanamycin. Cells were
diluted into the same media and incubated at 34◦C until
the DO600 reached 0.6. Then, IPTG (Sigma) was added to
a final concentration of 0.5 mM. After additional 1 h at
30◦C, 50 g/ml of rifampicin was added and incubation
was continued for 90 min at 30◦C. Cells were thawed and
ground with alumina at 4◦C. The slurry was resuspended
in Buffer B (50 mM Tris-HCl, pH7.5, 0.7 M NaCl, 7
mM -mercaptoethanol, 1 mM EDTA, 5% glycerol) and
centrifuged for 5 min at 650 x g, at 4◦C to remove alumina
and intact cells. The recombinant PaeKu protein was
soluble under these conditions, since it remained in the
supernatant after a new centrifugation for 20 min at 23 430
x g, to separate insoluble proteins from the soluble extract.
The DNA present was removed by stirring for 10 min the
soluble extract containing 0.3% polyethyleneimine (PEI)
followed by centrifugation for 10 min at 23 430 x g. The
resulting supernatant was precipitated with ammonium
sulfate to 65% saturation to obtain a PEI-free protein pellet.
After centrifugation for 25 min at 23 430 x g, the pellet was
resuspended in Buffer B 0.25 M NaCl. This fraction was
loaded onto a phosphocellulose column equilibrated with
Buffer B (0.25 M NaCl) and the PaeKu protein was eluted
with Buffer A (0.5 M NaCl). The eluate was loaded onto a
Ni-NTA column (Qiagen) pre-equilibrated with Buffer A
(0.5 M NaCl). The bound protein was eluted by 200 mM
imidazole in Buffer A (0.3 M NaCl). Finally, PaeKu was
dialyzed against a buffer containing 0.3 M NaCl and 50%
glycerol and stored at -20◦C. Final purity of the protein
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from Sigma-Aldrich. pU was hybridized with pG to obtain
a blunt substrate. SUwas hybridized to SU-compl to obtain
a dsDNA 80 bp long. U4 was hybridized with sp1cddC
to obtain a 5�-protruding structure. U4c was hybridized
with sp1c or sp1c-1 to obtain two different 5�-protruding
substrates. sp1CGG was hybridized to sp1c to obtain a
dsDNAmolecule with a CGG protruding 3� end. sp1GCC,
sp1TCC and sp1ACC were hybridized to the complemen-
tary sp1c(p) to obtain dsDNAmolecules with -GCC, -TCC
and -ACC protruding 3� ends, respectively. U2, U4, U19
and U21 were hybridized to sp1c to obtain 5� (U2/U4) or 3�
(U19/U21) protruding ends. Nicked substrate was made by
hybridizing oligonucleotides sp1 and Dws 5�-P to sp1c+13.
All the hybridizations were performed in the presence of
0.2 M NaCl. A 216 bp DNA fragment corresponding to
B. subtilis gene yshC was PCR-amplified using as template
genomic DNA, 5-labeled and used as substrate in DNA
gel retardation assays (see below). All the experiments
presented were repeated at least three times.
AP/5′-dRP lyase activity assay on uracil containing sub-
strates
Analysis of the AP-lyase activity on ssDNA was evaluated
with the 34-mer oligonucleotide pU, labeled at the indi-
cated 3� or 5� end. Activity on dsDNA was gauged on the
3� labeled-pU/pG hybrid. The ability of BsuKu to act on
AP sites placed at 5� protruding ends was studied using as
substrates the 3� labeled-U2/sp1c and 3� labeled-U4/sp1c
hybrids, whereas the activity on 3� protruding ends was eval-
uatedwith the 5� labeled-U19/sp1c and 5� labeled-U21/sp1c
hybrids, as indicated. Those uracil-containing molecules
were treated with E. coliUDG (0.2 U) for 15 min at 37◦C in
the presence of 30mMHepes, pH 7.5, 4% glycerol. After in-
cubation, themixture was supplementedwith 0.2U hAPE1,
2 U of Endo III or the indicated concentration of either
BsuKu or PaeKu. Samples were incubated at 30◦C for the
indicated times and reactions were stopped by addition of
freshly preparedNaBH4 to a final concentration of 100mM
and incubation on ice for an additional 20 min. DNA was
ethanol-precipitated in the presence of 0.2 g/ml tRNA.
Reactions were analysed by 8 M urea-20% PAGE and au-
toradiography. Analysis of the activity on THF contain-
ing DNA was performed as described above using oligonu-
cleotide H that harbors a THF at position 19.
To analyse the 5�-dRP lyase activity, 3�-radiolabeled sub-
strate pU was hybridized to oligonucleotide pG to obtain a
34-mer dsDNA substrate. Reactions (12.5 l) contained 30
mM Hepes, pH 7.5, 4% glycerol (v/v), 0.2 U E. coli UDG
and 0.2 U hAPE1. Reactions were initiated by adding 228
nM of either purified BsuKu or Pol  as indicated. Sam-
ples were incubated at 30◦C for 30 min. The reactions were
stopped by addition of freshly prepared NaBH4 to a final
concentration of 100 mM and further incubated for addi-
tional 20 min on ice. DNA was ethanol-precipitated in the
presence of 0.2g/ml tRNAand analysed by 8Murea-20%
PAGE and autoradiography.
Analysis of kinetics was carried out as described in (24),
by incubating saturating concentrations of BsuKu with the
above-described substrates at 30◦Cand the fraction of prod-
uct (y) generated at various times (x) was determined by
electrophoresis. Values for kobs were determined by a non-
linear regression fitting of the data to the equation y =
ymax(1-e−kobs*x) (Prism, Graphpad software).
NaBH4 trapping assay
The Schiff base intermediate formed between an AP site
and purified BsuKuwas trapped by the addition of 100 mM
NaBH4 or 100 mMNaCl immediately after adding 228 nM
of BsuKu to 3.1 nM of deglycosylated 3�-labeled oligonu-
cleotide pU (see above). When indicated, and to remove
the N-terminal His-tag, the purified BsuKu was preincu-
bated with thrombin (0.05 U) in its reaction buffer for 1
h at 20◦C in a total volume of 15 l. The reactions were
performed in a total volume of 25 l in the presence of 30
mM Hepes, pH 7.5 and 4% glycerol. After incubation for
30 min at 37◦C, samples were analysed by 12% SDS-PAGE
followed by Coomassie blue staining and autoradiography
of the dried gel.
Agarose gel retardation
Two micrograms of supercoiled pUC19 plasmid (Fermen-
tas) were incubated with 10 U of the nickase Nt.BStNBI
to obtain nicked pUC19. The DNA-binding assay was per-
formed by incubating the indicated amounts of BsuKu with
100 ng of either supercoiled or nicked pUC19 in buffer con-
taining 50 mM Hepes, pH 7.5, 4% glycerol (v/v), in a final
volume of 10 l for 60 min at room temperature. When in-
dicated the nucleoprotein complex was dissociated by pro-
teinase K digestion for 1 h at 50◦C in the presence of 0.2%
SDS. Complexes were resolved on 0.7% TAE-agarose gels
and visualized with ethidium bromide staining.
AP-lyase activity at internal abasic sites
AP-lyase activity at internal abasic sites generated in circu-
lar DNAs. AP sites were generated essentially as described
(36). Briefly, negatively supercoiled plasmids pUC19 and
pcDNA3.1 (Invitrogen) were incubated in 50 l of 25 mM
sodium citrate, pH 4.8, 250 mM KCl at 70◦C for 1 h. Re-
actions were stopped by addition of 50 l of precooled 1
M Tris-HCl, pH 8, followed by buffer exchange into wa-
ter in a Qiaquik spin column (Qiagen). The AP-lyase as-
say was carried out in a final volume of 10 l containing 50
mM Hepes, pH 7.4, 4% glycerol (v/v) and 10 mM MgCl2,
100 ng of the nontreated (pcDNA3.1 and pUC19) or AP-
containing plasmids (pcDNA3.1-AP and pUC19-AP) with
either 10 U of hApe 1, 10 U of EcoRI, 100 ng of BSA or the
indicated amount of BsuKu. Samples were incubated for 30
min at 30◦C and further incubated with 10 g of proteinase
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K at 50◦C for 1 h in the presence of 0.2% SDS. The reac-
tion products were resolved on 0.7% TAE-agarose gels and
visualized with ethidium bromide staining.
AP-lyase activity at an internal abasic site in a linear
DNA. The 3�-labeled oligonucleotide SU, which contains
a uracil at position 40 was hybridized to the complemen-
tary oligonucleotide SU-comp harboring a 5�-biotin and
a 3�-biotin TEG modification, and 3.2 nM of this uracil-
containing molecule were treated with E. coliUDG (0.2 U)
for 15 min at 37◦C in the presence of 30 mMHepes, pH 7.5,
4% glycerol, in the absence or presence of 200 nM strepta-
vidin. After incubation, the mixture was supplemented with
the indicated concentration ofBsuKuand further incubated
at 30◦C for the indicated times. Reactions were stopped by
addition of 10 g of proteinase K and further incubation at
50◦C for 1 h in the presence of 0.4% SDS. Reactions were
analysed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography.
Electrophoretic mobility shift assay (EMSA)
The incubation mixture contained, in a final volume of 20
l, 12 mM Tris-HCl, pH 7.5, 4% glycerol (v/v), 1 mM
EDTA, 20 mM ammonium sulfate, 0.1 mg/ml BSA, 1 nM
of either the labeled 5 nucleotides gapped DNA structure
or a 5�-labeled 216 bp DNA fragment and the indicated
amounts of the specified protein. For the supershift reac-
tions, DNA was preincubated for 10 min at 4◦C with 3 nM
of BsuKu followed by the addition of the indicated concen-
trations ofBsuLigD. After incubation for 10min at 4◦C, the
samples were subjected to electrophoresis in precooled 4%
(w/v) polyacrylamide gels (80:1, monomer:bis) containing
12 mM Tris-acetate, pH 7.5 and 1 mM EDTA, and run at
4oC in the same buffer at 8 V/cm (37). After autoradiogra-
phy, protein–DNA complexes were detected as a shift (re-
tardation) in the migrating position of the labeled DNA.
End-joining of linearized plasmids
The reaction mixture contained, in a final volume of 20 l,
12 mM Tris-HCl, pH 7.5, 4% glycerol (v/v), 1 mM EDTA,
20 mM ammonium sulfate, 0.1 mg/ml BSA, 100 ng of
the indicated linearized plasmid (HindIII-, AatII- or SmaI-
digested pUC19 plasmid), 0.2 mM ATP, 0.64 mM MnCl2,
100 ng of BsuLigD and/or 100 ng of BsuKu, when indi-
cated. After incubation for 60 min at 30◦C, reactions were
quenched by adjusting the mixtures to 0.2% SDS, 10 mM
EDTA. Samples were incubated with 10 g of proteinase
K during 60 min at 50◦C and subjected to 0.7% agarose gel
electrophoresis.
End joining of partially complementary 3′-protruding DNA
ends
The reaction mixture contained, in a final volume of 12.5
l, 12 mM Tris-HCl, pH 7.5, 1 mM EDTA, 20 mM am-
monium sulfate, 0.1 mg/ml BSA, 1.25 nM of the labeled
sp1CGG/sp1c hybrid and 2.5 nM of each of the indicated
nonlabeled DNA molecule containing a protruding 3� end,
71 nM of both BsuLigD and BsuKu, 0.64 mMMnCl2 and
100 nM of the indicated NTP. After incubation for 30 min
at 30◦C, the reactions were stopped by adding EDTA up to
10 mM. Samples were analysed by 8 M urea, 20% PAGE
and autoradiography.
End joining of partially complementary DNA ends with near
terminal AP sites
The 3�-labeled substrate U4 was hybridized to sp1cddC to
obtain a 7 nt 5�-protruding DNA (substrate A in Figure 9).
This substrate was deglycosylated with E.coli UDG, as de-
scribed above to obtain an AP site in the protruding 5�-end.
When indicated, the deglycosylated DNA was incubated in
the presence of hAPE1 to produce a 5�-dRP containing sub-
strate at the protruding 5�-end. The 0.68 nM of each of the
above processed substrates were incubated in a reaction vol-
ume of 15 l in the presence of 30 mM Hepes pH, 7.5, 4%
glycerol (v/v), 114 nM of purified BsuKu and/or 114 nM
of purified BsuLigD, 0.64 mM MnCl2, 1 nM of either the
nonlabeled hybrid sp1c/U4c (upstream substrate D in Fig-
ure 9) or the nonlabeled hybrid sp1c-1/U4c (upstream sub-
strateE in Figure 9), and 10Mof the indicated nucleotide.
Samples were incubated at 30◦C for 30 min. The reactions
were stopped by addition of freshly prepared NaBH4 to a
final concentration of 100 mM and incubated 20 min on ice.
DNAwas ethanol-precipitated in the presence of 0.2 g/ml
tRNA. Reactions were analysed by 8 M urea–20% PAGE
and autoradiography.
RESULTS AND DISCUSSION
BsuKu is endowed with an AP/dRP-lyase activity
DNA repair proteins endowed with an AP lyase activ-
ity recognize AP sites and incise at their 3� side through
a nonmetal-dependent -elimination reaction, resulting
in strand breaks harboring a 3�-phospho-,-unsaturated
aldehyde (3�-PUA) end that should be cleaned to allow sub-
sequent repair reactions to occur. Previous studies in human
Ku led us to evaluate the ability of bacterial Ku to recog-
nize and incise an internal AP site. To this end, a 34-mer
ssDNA containing a uracil at position 16 was previously
treated with E. coli UDG to get a natural AP site (see Ma-
terials and Methods and scheme in Figure 1). As expected,
incubation of this substratewith hAPE1 andMn2+ ions pro-
duced a 15-mer product with a 3�-OH end (Figure 1A) as
this enzyme is a metal-dependent AP endonuclease that hy-
drolyzes the phosphodiester bond 5� to the AP site [(38) and
references therein]. In contrast, incision at the 3� side by the
AP-lyase activity of E. coli Endo III left a product that mi-
grates slower due to the presence of the resulting 3�-PUA
[(38) and references therein]. As observed in Figure 1A, in-
cubation of the AP site containing DNA with increasing
amounts of highly purified BsuKu in the absence of diva-
lent cations rendered a nicked product with identical elec-
trophoretical mobility to those produced by Endo III and
with an observed rate (kobs) of 0.011 ± 1.5 × 10−3 min−1.
These results are consistent with cleavage 3� to the AP site
in a metal-independent manner, leading us to infer the pres-
ence of an intrinsic AP-lyase activity in BsuKu, active also
on AP-containing dsDNA substrates, although much less
efficiently than on ssDNA molecules (kobs = 5 × 10−3 ±
5 × 10−4 min−1) (see Supplementary Figure S1). Further-
more, the results suggest that BsuKu exerts its AP lyase ac-
 at Universidad Autonoma de M
adrid. Biblioteca de Economicas on October 26, 2016
http://nar.oxfordjournals.org/
Downloaded from 








c Endo BsuKuhAPE1 
CTGCAGCTGATGCGCUGTACGGATCCCCGGGTAC 
  CTGCAGCTGATGCGC--GTACGGATCCCCGGGTAC 
-3´ 5´ 32P-  
E. coli UDG U
EndoIIIhAPE1 
15mer 3´-OH 15mer 3´-PUA 
16                                                     34 
-3´ 5´ 32P-  
THF-containing 
DNA BA
Figure 1. BsuKu is endowedwithAP-lyase activity. (A) The [32P]5�-labeled uracil-containing oligonucleotide was treated withEscherichia coliUDG, leaving
an intact AP site. The resulting AP-containing DNA was incubated in the presence of either hAPE1 that cleaves 5� to the AP site, EndoIII that incises 3� to
the AP site or increasing concentrations (9, 18, 36, 72 and 142 nM) of BsuKu for 1 h at 30◦C, as described in Materials andMethods. c: control DNA after
treatment with E. coliUDG. After incubation samples were analysed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. Position of products is indicated. (B)
The 3�[32P]3�-dAMP labeled oligonucleotide containing the lyase-resistant analog tetrahydrofuran (THF) at position 19 was incubated in the presence of
either hAPE1, EndoIII or BsuKu (228 nM) as described above. c: control DNA incubated in the absence of proteins. Position corresponding to product
(16mer 5�-dRP) is indicated.
tivity through a -elimination reaction since if it had been
through a,-mechanism the products released should have
migrated even faster than those produced by hAPE1 due to
the presence of a 3� phosphate group (39).The aforemen-
tioned conclusionwas supported by the inhibition ofBsuKu
activity when the AP site was replaced with tetrahydrofu-
ran (THF), a stableAP analog resistant to the-elimination
reaction (Figure 1B) (39,40). Additionally, it was analysed
whether a covalent BsuKu–DNA complex could be trapped
by chemical reduction as it occurs with other enzymes that
proceed through a -elimination mechanism (41). During
AP site cleavage the -NH2 of the nucleophilic lysine forms
a Schiff base with the C1� atom of the deoxyribose. This
intermediate can be reduced in vitro by sodium borohy-
dride (NaBH4) treatment, making an irreversible covalent
enzyme–DNA adduct (39,42–45). As shown in Figure 2A,
BsuKu forms a stable adduct with the 3� labeled AP site-
containing 35mer ssDNA that was dependent on both, ad-
dition of NaBH4 as no radioactive bands were detected
when the protein was incubated with an equimolar concen-
tration of NaCl, and presence of an AP site in the ssDNA
(Figure 2B). Removal of the fused N-terminal His-tag from
BsuKu after incubation with thrombin gave rise to DNA–
BsuKu adducts whose faster migration paralleled the elec-
trophoretical pattern of the purified protein, a result that
serves to unequivocally assign the observed AP-lyase activ-
ity to BsuKu (Figure 2A). Additionally, the purified pro-
tein was sedimented through a glycerol gradient, and the
collected fractions were individually assayed for AP-lyase
activity (see Materials and Methods). As shown in Supple-
mentary Figure S2, the maximum activity coincided with
the protein peak, identified by Coomassie Blue staining af-
ter SDS-PAGE analysis of each gradient fraction. These re-
sults allowed us to ascribe the AP-lyase activity to BsuKu,
ruling out the presence of a contaminant AP lyase from the
expression bacteria E. coli.
The presence of an AP-lyase activity in BsuKu led us to
analyse the ability of the protein to excise the 5�-dRP moi-
ety as those that results after hydrolysis of an AP site by a
class II endonuclease during the first steps of the BER path-
way. To this end, a 35-mer double-stranded oligonucleotide,
containing a dUMP at position 16 of the 3�-labeled strand
(see scheme in Figure 3 and lane a) was treated with E. coli
UDG to render an AP site. Further incubation with hAPE1
released a nicked molecule whose 3� product contains a 5�-
dRP end (see scheme and lane b in Figure 3) that remained
stable throughout the assay (lane c). As a control, substrate
was subjected to the well-characterized 5�-dRP lyase activ-
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Figure 2. Formation of BsuKu-DNA adducts. (A) Dependence of BsuKu-
DNA cross-link on NaBH4. Reactions were performed as described in
Materials and Methods, incubating 228 nM BsuKu with 3.1 nM of the
3�[32P]3�-dAMP labeled 35mer oligonucleotide containing an AP site at
position 16 (after treatment with Escherichia coli UDG), in the presence
of either 100 mM NaBH4 or NaCl (as indicated). Top panels, Coomassie
blue staining after SDS-PAGE of purified BsuKu. Bottom panels, autora-
diography of corresponding protein–DNA adducts after the SDS-PAGE
separation shown in top panels.When indicated, protein was previously in-
cubated with 0.05U of thrombin at 20◦C for 60min. (B) Adduct formation
is dependent on the presence of an abasic site. Reactions were performed
as described in (A) but using as substrate 3.1 nM of the 3�[32P]3�-dAMP
labeled 35mer oligonucleotide without removing the uracil at position 16
(absence of AP site) or after treatment with E. coli UDG (presence of AP
site), in the presence of either 100 mM NaBH4 or NaCl (as indicated).
Autoradiography of corresponding protein–DNA adduct after the SDS-
PAGE separation is shown.
ity of Pol  (46). As shown, BsuKu was able to remove the
5�-dRP group, as deduced from the reduction in the size of
the 3�-labeled substrate (kobs = 0.06 ± 0.02 min−1).
The unexpected presence of an AP-lyase activity in
BsuKu led us to study whether this activity is specific to the
B. subtilis protein or, by the contrary is present in other bac-
terial Ku. To this end, similar assays were performed with
the Ku ortholog from the Gram- bacteria Pseudomonas
aeruginosa (PaeKu) (see Materials and Methods) as this
organism has been used as model for the bacterial NHEJ
for years (4,5). PaeKu was cloned in expression plasmid
pET28a and expressed in the E.coli BL21(DE)3 strain (see
Materials and Methods). As shown in Figure 4A, expres-
sion of PaeKu gives rise to a protein–DNA adduct after re-
duction with NaBH4, absent with the noninduced bacterial
extracts. The different mobility of the adduct after diges-
tion with thrombin demonstrates that the expressed PaeKu
is the protein crosslinked to the AP-containing DNA. As
observed in Figure 4B, incubation of the AP site contain-
ing DNA with increasing amounts of the purified PaeKu in
the absence of divalent cations rendered a nicked product
with the same electrophoretical mobility to that produced
by BsuKu. These results allow us to extend the observation
of an AP-lyase activity to other bacterial members.
BsuKu can nick internal AP sites in a DNA without free ends
Considering the absence of DNA ends in the bacterial
genome, processing of abasic sites by BsuKu would require
binding of the protein to internal sites of the chromosome.
Hence, to ascertain the potential ability of BsuKu to as-
sociate with a DNA without free ends, we analysed the
binding of the protein to a supercoiled plasmid DNA. As
shown in the left panel of Figure 5A, addition of increas-
ing amounts of BsuKu resulted in a reduction in the elec-
trophoretical mobility of the DNA, indicating that the pro-
tein binds to internal sites of the superhelical plasmid. Such
a binding is not an artifact of a conformational change of
the plasmid due to a possible nicking activity as the sub-
strate recovered its original form upon treatment with pro-
teinase K. Similarly, BsuKu was also able to form protein–
DNA complexes with a relaxed circular DNA (Figure 5,
right panel). Hence, binding of BsuKu to supercoiled DNA
does not depend on the presence of potential extrusion of
hairpin structures. These results suggest that besides the
‘canonical’ binding mode in which the dsDNA is threaded
through the central ring, BsuKu shows an alternative bind-
ingmanner, most probably through positive charges located
at the surface of the protein, as suggested for Mycobac-
terium smegmatis Ku (29).
The ability to bind internal sites appears to be a common
feature of Ku. In this sense, eukaryotic Ku protein has been
shown to bind, besides to DNA ends, to internal sites of
the chromosome as to nicks, to structural transition as well
as to replication origins (47,48). In addition, bacterial Ku
homologs, as that from M. smegmatis, have been recently
shown to also bind circular plasmids (29). Therefore, once
established the ability of BsuKu to bind a DNA molecule
lacking free ends, we analysed the capacity of the AP-lyase
activity to recognize and cleavage the internal AP sites gen-
erated in a circular plasmid [(pcDNA3.1-AP); see Materi-
als and Methods]. The absence (in pcDNA3.1) and pres-
ence (in pcDNA3.1-AP) of AP sites was checked by incuba-
tion of these plasmids with hAPE1. Thus, as shown in the
left panel of Figure 5B, nearly all pcDNA3.1-AP molecules
contained at least one AP site as deduced from the conver-
sion of the supercoiled molecules to the open form (nicked
circles) after treatment with hAPE1. Importantly, BsuKu
also relaxed the supercoiled plasmid pcDNA3.1-AP, indi-
cating that the protein recognizes and introduces nicks at
the AP sites through its inherent AP-lyase activity. A simi-
lar result was obtained with a pUC19 plasmid (Figure 5B,
right panel). In this case, both hAPE1 andBsuKu linearized
the supercoiled plasmid most probably due to the proxim-
ity of two AP sites in opposite strands. Similar results were
obtained on a 3�-,5�-biotinylated linear dsDNA 80 bp long
with streptavidin-blocked ends to prevent BsuKu from slid-
ing on the DNA, as described in (29) (see Supplementary
Figure S3). These results would suggest that the AP-lyase
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 E. coli UDG+hAPE1 
Figure 3. 5�-dRP lyase activity of BsuKu. In vitro reconstitution of single-nucleotide BER. Left, schematic representation of a reconstituted BER reaction,
indicating the different products formed. Right, autoradiogram illustrating BsuKu 5�-dRP lyase activity. a, original substrate; b, 5�-dRP-19mer product
obtained after incubation with Escherichia coli UDG and hAPE1; c, 5�-dRP-19mer product incubated for 30 min at 30◦C. Reactions were carried out as
described in Materials and Methods in the presence of 228 nM BsuKu or Pol , as indicated.
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Figure 4. AP-lyase activity is also present in the Ku protein from the Gram- bacteria P. aeruginosa. (A) Formation of PaeKu–DNA adducts. Top panels,
expression of the recombinant PaeKu. For a better visualization of the induced PaeKu, 15 and 6 g of total protein from the cellular extracts were loaded
in the noninduced (NI) and in the induced (Ind.) lanes, respectively. Bottom panels, autoradiography of corresponding protein–DNA adducts after the
SDS-PAGE separation. Reactions were performed as described in Materials and Methods, incubating either 1.7 g of the noninduced bacterial extract or
0.7 g of the induced extract with 3.1 nM of the 3�[32P]3�-dAMP labeled 35mer oligonucleotide containing an AP site at position 16 (after treatment with
Escherichia coli UDG), in the presence of 100 mM NaBH4. When indicated, the bacterial extracts were previously incubated with 0.05 U of thrombin at
20◦C for 60 min. (B) AP-lyase activity of purified PaeKu. 3.1 nM of the 3�[32P]3�-dAMP labeled 35mer oligonucleotide containing an AP site at position 16
(after treatment with E. coliUDG) was incubated in the presence of either BsuKu (228 nM), or increasing concentrations (14, 28, 57, 114 and 228 nM) of
PaeKu for 1 h at 30◦C, as described in Materials andMethods. c: control DNA after treatment with E. coliUDG. After incubation, samples were analysed
by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. Position of products is indicated.
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Figure 5. BsuKu binds circular DNA. (A) Left panel, BsuKu binding to covalently closed pUC19 plasmid. The assay was performed as described in
Materials and Methods incubating the indicated amounts of BsuKu with 100 ng of supercoiled plasmid pUC19. Products were analysed on 0.7% agarose
electrophoresis. One half of each reaction mixture was loaded directly onto the agarose gel (direct loading lanes), while the other half was being treated
with Proteinase K. After proteolytic digestion, those samples were loaded in the same agarose gel (Proteinase K treatment lanes). The electrophoretical
mobility of the pUC19 plasmid in each case is indicated. In lane c, DNA was incubated with 50 ng of BSA. Right panel, BsuKu binding to supercoiled and
relaxed plasmid DNA. The assay was performed essentially as described above. (B) BsuKu AP lyase activity can act on circular substrates. The assay was
performed as described in Materials and Methods, incubating either 142 nM of BsuKu with 100 ng of plasmid without AP sites (pcDNA3.1) or 18, 36, 72
and 142 nM of BsuKu with 100 ng of plasmid containing AP sites (pcDNA3.1-AP) (left panel). The absence and presence of the AP sites in pcDNA3.1
and pcDNA3.1-AP, respectively, was confirmed after digestion with hAPE1. As a control of the linear form, plasmids were also digested with EcoRI. NC:
nicked circles; SC: supercoiled; L: linear. The assay shown in the right panel was performed by incubating 100 ng of plasmid without (pUC19) or with
(pUC19-AP) AP sites with either hAPE1 or 142 nM of BsuKu, as indicated. Figure 5B, right panel is a composite image made from different parts of the
same experiment.
active site is located out of the central channel of BsuKu, as
it occurs in human Ku70 (24). Therefore, the potential ex-
ternal placement of the AP-lyase active site, and the ‘non-
canonical’ binding mode of BsuKu to a DNA without free
ends could facilitate the recruitment of the protein to sites
of DNA damage to exert its lyase activity.
B. subtilis possesses three known AP endonuclease genes,
exoA, expressed in growing cells and in the forespore com-
partment of the sporulating cell (49), yqfs (nfo) whose ex-
pression is under the control of the F transcription fac-
tor and consequently is expressed late during sporulation
(50) and yshC that codes for a family X DNA polymerase
endowed with an AP endonuclease activity and whose ex-
pression pattern remains to be determined (51). Previous re-
sults indicated that B. subtilis spores lacking ExoA and/or
Nfo showed an increased sensitivity to treatments that dam-
age spore DNA through generation of AP sites and strand
breaks. Those works advanced the potential importance of
the BER pathway to repair the AP sites that accumulate
during spore dormancy (49–50,52). However, besides an
AP endonuclease, a dRP-lyase, a polymerase and a ligase
should also be expressed during sporulation to reconstitute
a complete BER pathway in the spore. The genes coding for
BsuKu and BsuLigD proteins form part of a regulon under
the control of both, the RNA-polymerase sigma factor G
and the DNA-binding protein SpoVT whose expression is
turned on in the forespore (53). These studies together with
the finding of AP/5-dRP lyase that can act also on internal
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Figure 6. (A) End joining of linearized plasmids. The assay was performed as described in Materials and Methods by incubating 100 ng of the specified
digested pUC19 plasmid with 0.6 mMMnCl2 in the absence (-) or presence (+) of 142 nM of BsuLigD and BsuKu. After incubation for 60 min at 30◦C,
reactions were quenched by adjusting the mixtures to 0.2% SDS, 10 mMEDTA. Samples were incubated with 10 g of proteinase K during 60 min at 37◦C
and further subjected to 0.7% agarose gel electrophoresis. The positions and size of DNA markers are indicated. (B) BsuKu recruits BsuLigD to DNA
ends. Reactions were performed as described in Materials and Methods by incubating 1 nM of a 216 bp DNA fragment and the indicated concentrations
of BsuLigD and BsuKu. For the supershift reactions, DNA was previously preincubated with BsuKu followed by the addition of the indicated amounts of
BsuLigD. (C) Effect of ATP on the end-joining of linearized plasmids. The assay was performed essentially as described in (A). When indicated, 142 nM
of BsuLigD/142 nM of BsuKu and/or 0.1 mM ATP were added.
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Figure 7. End joining of partially complementary 3�-protruding DNA ends. The assays were carried out as described in Materials and Methods by incu-
bating 1.25 nM of the labeled hybrid sp1CGG/sp1c depicted on top of Figure in the presence of 71 nM of both BsuLigD and BsuKu, 0.6 mM MnCl2,
2.5 nM of the nonlabeled hybrid (see Materials and Methods) indicated on top of Figure and 100 nM of the indicated NTP. The three DNA substrate
molecules only differ in the marginal nucleotide indicated with open squares. After incubation for 30 min at 30◦C, the elongation and ligation products
were analysed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. Asterisks indicate the 5�32P-labeled end of the primer strand.










c          Alk.               Endo  BsuKu           c        Alk.             Endo   BsuKu
Figure 8. BsuKuAP-lyase on protruding ends. The assay was performed as
described in Materials and Methods. The substrates containing a uracil at
the specified positionwithin the 5�- (upper panels) or 3�- (lower panels) pro-
truding ends were incubated withEscherichia coliUDG (c) to create an AP
site in nearly all DNA molecules. After incubation of the AP-containing
molecules with 2 units of E. coli Endo III (Endo), or 142 nM BsuKu for 30
min at 30◦C, samples were analysed by 8 M urea-20% PAGE and autora-
diography, as described in Materials and Methods. Positions correspond-
ing to the products are indicated. Asterisks indicate either the 32P-5� or the
[32P]3�dAMP-3�end.
abasic sites (this work) could be indicative of a role of the
NHEJ proteins in the BER pathway operating during spore
outgrowth.
Coordination of the AP/5′dRP- lyase activity of BsuKu and
BsuLigD polymerization and ligase activities during end join-
ing
Both eukaryotic and prokaryotic Ku have been described
to bind dsDNA with high affinity (31,33,54). In the cur-
rent working model of bacterial NHEJ, Ku recognizes and
binds to the broken ends, recruiting LigD that further cat-
alyzes both, filling of the gaps that could arise after synap-
sis and ligation of the resultant nick (4–5,55). To advance in
the analysis of the AP-lyase activity of BsuKu during end-
joining, we started analysing the ability of BsuKu/LigD
complex to join nondamaged DNA ends, using as substrate
a linearized pUC19 plasmid singly-digested with HindIII
or AatII to obtain recessive or protruding 3�-ends, respec-
tively. As shown in Figure 6A, BsuKu had not end-joining
activity by itself, as expected, but its presence was absolutely
necessary to allow BsuLigD to join both, protruding and
recessive 3�-ends, as deduced from the formation of dimers
and as described in other bacterial members (27,33,56–57).
These results suggest thatBsuKuwould be required to stabi-
lize BsuLigD binding to the termini of the DNA to guaran-
tee the end-joining reaction. In this sense, previous studies
showed the existence of a physical interaction between bac-
terialKu andLigD at the ends ofDNAmolecules (31), simi-
lar to those described for eukaryotic Ku-Ligase IV/XRCC4
proteins (58). Therefore, to search for potential interactions
between BsuKu and BsuLigD, EMSAs assays with a radio-
labeled dsDNA probe (216 bp) were performed. As shown
in Figure 6B, whereasBsuKu led to the generation of several
and stable Ku/DNA complexes, reflecting its high DNA
binding efficiency and its ability to diffuse along DNA [as
described for other Ku homologs (31,59–60)], BsuLigD did
not bind stably to the DNA substrate, accounting for the
absence of ligation products described above. Conversely,
addition of BsuLigD to the preformed BsuKu–DNA com-
plexes led to the generation of a stable DNA protein com-
plex with a slower mobility than those formed by BsuKu
alone. Thus, BsuKu would recruit BsuLigD to the DNA
termini endowing it with the binding stability required to
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Figure 9. End joining of partially complementary DNA ends with near terminal AP sites. Left panel, schematic representation of the end-joining reaction,
indicating the different substrates (filled circle represents an abasic site), products and the catalytic reactions that take place (see main text). (A) End joining
of partially complementary DNA ends with near terminal AP sites; the assay was carried out as described in Materials and Methods by incubating 0.7
nM of the 3�-labeled substrate A and, when indicated 114 nM of BsuKu, 114 nM BsuLigD, 10 M of the indicated nucleotide and 1 nM of the specified
upstream substrate. After incubation for 30 min at 30◦C, the products of the reaction were analysed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography (M:
36mer oligonucleotide used as size marker; ctrl: DNA after incubation with E. coli UDG; Alk. alkaline hydrolysis of the UDG-treated DNA). (B) End
joining with a downstreamDNAmolecule bearing a protruding 5�-dRP end; the assay was performed as described inMaterials andMethods by incubating
0.7 nMof the 3�-labeled substrate Awith hAPE1.When indicated, the digested substrate was incubated with 114 nMof BsuKu, 114 nMofBsuLigD, 10M
of the indicated nucleotide and 1 nM of the specified upstream substrate for 30 min at 30◦C. After incubation, the products of the reaction were analysed
by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. The lengths of the labeled substrate and the degradation and ligation products are indicated. Figure 9B is
a composite image made from different parts of the same experiment.
rejoin and ligate two broken ends. Previous studies demon-
strated that BsuLigD is an ATP-dependent ligase (26). The
ability of BsuLigD to perform the ligation reaction in the
absence of exogenous ATP (Figure 6A) is due to the pro-
portion of the molecules that are already adenylated in the
expression bacteria, as it has been reported to occur in other
ATP-dependent DNA ligases (61–65). As shown in Supple-
mentary Figure S4, the yield of ligated DNA in the ATP-
independent ligation reaction increased linearly as a func-
tion of input BsuLigD. The slope of the titration curve in-
dicated that 0.37 fmol of the nicked DNA substrate was
ligated per fmol of input BsuLigD. Considering that ATP-
dependent ligation is a single-turnover reaction, we esti-
mated that 37% of the BsuLigD molecules contained AMP
bound covalently at the ligation active site, a proportion
similar to that obtained in other LigDs (64). Thereby, ad-
dition of 0.2 mM ATP enhanced the formation of dimers,
trimers and, in the specific case of a blunt end plasmid (the
SmaI-digested pUC19 plasmid) even tetramers (see Fig-
ure 6C). Under these experimental conditions, BsuLigD–
Ku complex also promoted intramolecular repair events,
as deduced from the monomer circles among the reaction
products.
Once established the competence of the BsuLigD/BsuKu
to carry out intermolecular ligation of complementary
ends, we wondered whether such a complex could connect
partially complementary 3�-protruding DNA ends com-
ing from independent DNA molecules to form a ‘gap-like’
synaptic intermediate (66). Therefore, two hybrid molecules
containing 3� protruding DNA ends that differ in the nu-
cleotide adjacent to the 5�-P were simultaneously incubated
with the BsuKu–LigD complex (see scheme depicted in the
top of Figure 7 note that only one of the molecules is 5�-
labeled). The assay conditions were adjusted to prevent self-
ligation of the labeled molecules (see Figure 7). As it is
shown, 3� extension of the labeled strand occurred specif-
ically when the incoming ribonucleotide was complemen-
tary to the nucleotide adjacent to the 5�-P of the nonla-
 at Universidad Autonoma de M
adrid. Biblioteca de Economicas on October 26, 2016
http://nar.oxfordjournals.org/
Downloaded from 
Nucleic Acids Research, 2014, Vol. 42, No. 21 13093
beled molecule (Figure 7). This reaction was absolutely de-
pendent on the presence of BsuKu (not shown), indicating
that synapsis between the two molecules took place. Af-
ter addition of the complementary nucleotide, the result-
ing nick was sealed by the ligase activity to render a re-
paired (ligated) product. Thus, these results show the abil-
ity of BsuKu–LigD complex to mediate the bridging of two
partially complementaryDNAends, generating aminimum
gap-like synaptic complex that is filled and subsequently
sealed by the polymerization and ligase activities, mimick-
ing a DSB repair reaction.
As shown in Figure 8, BsuKuAP-lyase was also active on
AP sites placedwithin a protruding 5′ end, whereas its activ-
ity was negligible on 3′ overhangs like human Ku (25). This
fact could be relevant in an end-joining context, as nicking
at a protruding 3′ end would generate a 3′-PUA terminus
that should be sanitized by additional nucleolytic activities
before ligation. Contrarily, nicking within a 5′ protruding
end would release an ssDNA portion with a ligatable 5′P
terminus.
Once proved the capacity to perform end-joining of non-
damaged DNA ends, we assessed the ability of the BsuKu–
LigD complex to join substrates that containAP sites proxi-
mal to their 5′ protruding ends (see scheme in Figure 9). The
labeled downstream molecule A harbors a AP site contain-
ing 5′-protruding end that is solely partially complementary
to unlabeled upstream substrates D (left panel of scheme)
and E (right panel of scheme). Only after precise incision at
the AP site in molecule A, the resultant molecule B would
harbor a 5′ protruding end so that synapsis to substrates D
andEwould render a nicked and a 1nt gappedmolecule, re-
spectively. Figure 9A shows that, as expected,BsuKu incises
at the AP site of molecule A (23mer) to produce the 19mer
moleculeB (lane b) that is not used as self-ligatable substrate
by BsuLigD (lane c). In contrast, simultaneous addition of
substrates A and either D or E gave rise to a 34mer liga-
tion product that results from the incision of A by BsuKu,
synapsis to either D or E and final sealing by BsuLigD. Im-
portantly, when molecule E was used as the upstream sub-
strate, the 1 nt gapped molecule that resulted after synapsis
had to be filled by BsuLigD before the ligation step (lanes
g, h and i).
Several genotoxicants, as reactive oxygen species and ion-
izing radiation generate a variety of DNA damage includ-
ing AP sites. In vitro and in vivo studies in E. coli (67,68),
as well as in mammalian cells (69) have shown that at-
tempted repair of two closely opposed AP sites can result
in the formation of DSBs due to the introduction of single-
stranded breaks by the cellular AP endonucleases. In mam-
malian cells, the DNA can be degraded or inaccurately re-
paired by Ku-independent pathways as single-strand an-
nealing and microhomology-mediated end joining, or by
the Ku-dependent NHEJ (69). Therefore, we analysed in
vitro the ability of theBsuKu–LigD complex to perform end
joining on these kind of molecules. As it can be observed in
Figure 9B, when the AP site of molecule A is hydrolyzed by
an AP endonuclease (lane a), the resulting 5′dRP moiety is
removed by BsuKu (lanes b, d and f) to allow the final seal-
ing step by BsuLigD (lanes d, g and h), rendering a repaired
product. These results suggest that the BsuKu–LigD com-
plex has the potentiality to repair efficiently the DSBs pro-
duced by endonucleolytic hydrolysis of clustered AP sites
during spore outgrowth.
CONCLUSION
Although initially described in human Ku, the presence of
an AP-lyase in bacterial homologs could not be anticipated
as thesemembers lack theN-terminal vonWillebrandAdo-
main of the eukaryotic Ku70 where the lysine responsible
for this activity resides. To our knowledge, this is the first
report of the presence of an AP-lyase activity in a bacterial
Ku factor. Its ability to act on ssDNA, nicked molecules
and on circularDNAs, as well as its functional coordination
with an AP endonuclease and its natural partner, BsuLigD,
makes this protein able to cooperate in processing of AP
sites during the NHEJ pathway. Our results show that this
activity is not restricted to B. subtilis as is also present in
the Ku protein of the phylogenetically distant bacterium P.
aeruginosa, allowing us to expand our observations to other
bacterial members provided with an NHEJ system.
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ABSTRACT
Bacillus subtilis is one of the bacterial members
provided with a nonhomologous end joining (NHEJ)
system constituted by the DNA-binding Ku homod-
imer that recruits the ATP-dependent DNA Ligase
D (BsuLigD) to the double-stranded DNA breaks
(DSBs) ends. BsuLigD has inherent polymerization
and ligase activities that allow it to fill the short
gaps that can arise after realignment of the broken
ends and to seal the resulting nicks, contributing
to genome stability during the stationary phase and
germination of spores. Here we show that BsuLigD
also has an intrinsic 5′-2-deoxyribose-5-phosphate
(dRP) lyase activity located at the N-terminal ligase
domain that in coordination with the polymerization
and ligase activities allows efficient repairing of 2′-
deoxyuridine-containing DNA in an in vitro reconsti-
tuted Base Excision Repair (BER) reaction. The re-
quirement of a polymerization, a dRP removal and
a final sealing step in BER, together with the joint
participation of BsuLigD with the spore specific AP
endonuclease in conferring spore resistance to ul-
trahigh vacuum desiccation suggest that BsuLigD
could actively participate in this pathway. We demon-
strate the presence of the dRP lyase activity also in
the homolog protein from the distantly related bac-
terium Pseudomonas aeruginosa, allowing us to ex-
pand our results to other bacterial LigDs.
INTRODUCTION
DNA double strand breaks (DSBs) are the most danger-
ous lesions whose repair is essential for maintenance of
genome integrity (1). As bacterial cells often contain mul-
tiple partially replicated chromosomes during their vegeta-
tive growth, an intact copy of the chromosome is usually
available to repair DSBs through the faithful homologous
recombination pathway in which the information of the in-
tact duplex is used as template for DNA synthesis across
the break (2). However, many bacterial species spend much
of their life cycle in stationary phase during which only a
single copy of the chromosome is present. In most of these
cases the bacterium is also endowed with a two-component
nonhomologous end-joining (NHEJ) system (3) that mends
DSBs through the direct joining of the DNA ends (3,4).
Bacterial NHEJ is composed of the homodimerKu, homol-
ogous to the eukaryotic counterpart (5,6), and the dedicated
multifunctional ATP-dependent DNA ligase D (LigD). Ex-
tensive characterization of these proteins both in vitro and
in vivo has allowed envisioning how NHEJ operates in bac-
teria (7–10). Briefly, the NHEJ repair process starts with the
recognition and binding of Ku to both sides of the DSB by
threading the DNA through its open-ring structure. LigD
is further recruited by Ku to mediate the synapsis event re-
quired for end-joining. LigD often has a phosphoesterase
(PE) activity that heals 3′-ends (11,12); a polymerase activ-
ity that fills the gaps that arise after the synapsis; and an
intrinsic ATP-dependent ligase activity that finally seals the
ends (3,4). Due to the processing of the ends by nucleolytic
and/or polymerization activities before final ligation, this
pathway is often mutagenic (8,13,14).
Base excision repair (BER) is the most frequently used
DNA repair pathway in vivo and responsible for the repair
of a broad spectrum of non-bulky and non-helix distorting
lesions. The increasing number of proteins involved in BER
has led to define multiple branches of this repair pathway
[see review in (15)]. The general BER process starts with
the detection and further removal of the lesion by a spe-
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cific N-glycosylase. The resultant AP site is recognized and
processed by AP endonucleases or AP lyases that incise at
the 5� and 3� sides of the AP site, respectively, requiring fur-
ther cleaning of the 3�-end by exonucleases and the 5�-dRP
terminus by dRPases to leave ligatable 3�-OH and 5�-P ter-
mini. A DNA polymerase then closes the gap and a DNA
ligase seals the final nick.
Bacillus subtilis is a Gram+ spore-forming bacterium
with a NHEJ system constituted by Ku (BsuKu) and LigD
(BsuLigD) and whose genes are expressed in the develop-
ing spore (16). Deletion of those genes sensitizes B. sub-
tilis cells to ionizing radiation in the stationary phase (10)
and their spores to several DNA-damaging treatments that
cause DSBs (16–18). BsuKu interacts functionally with and
stimulates BsuLigD enabling it to generate synaptic inter-
mediates to repair DSBs through the coordinated action of
the polymerization and ligase activities (19). Unlike other
bacterial LigDs, BsuLigD does not have nuclease activity
as it lacks the PE domain. Therefore, in this case other bac-
terial DNA end-cleaning proteins could heal the 3�-ends.
Besides its DNA-binding and BsuLigD recruitment roles,
BsuKu is also provided with an AP/5�-dRP lyase activity
that makes this protein able to process ends with near termi-
nal AP sites during theNHEJ pathway (20). The presence of
the AP lyase activity in the ortholog from the Gram− bac-
terium Pseudomonas aeruginosa suggests that this activity
could be a general feature of bacterial Ku (20), and similar
to that of the eukaryotic homolog (21–23).
Although classically repair of AP sites has relied on the
recognition and incision of the abasic site by the BER AP
endonucleases and further release of the 5�-dRP moiety by
the lyase activity of a specialized DNA polymerase, as the
eukaryotic polymerases  (24),  (25),  (26) and  (27),
there is an increasing number of proteins provided with
a 5�-dRP lyase activity that could participate in protect-
ing cells against AP sites, a fact that could reflect the im-
portance for processing such an abundant and deleterious
DNA damage [reviewed in (28)]. Thus, in addition to the
DNA repair polymerases mentioned above, the Escherichia
coli DNA polymerase I has been shown to have a dRP-
lyase activity although its biological significance has not
been established (29). Proteins involved in the nucleotide
excision repair (NER) pathway as UvrA, have also been
demonstrated to interact with AP-sites, pointing to a poten-
tial role of NER as a back-up pathway of AP-sites repair in
bacteria (30). Mammalian glycosylases NEIL-1, -2 and -3
are able to remove 5�-dRP lesions at a similar extent of Pol
, and can substitute for Pol  5�-dRP lyase in an in vitro
BER assay (31). The mammalian high mobility group pro-
teins HMGA, which are chromatin architectural factors, ef-
ficiently remove 5�-dRP groups, protecting cells from DNA
damaging agents that cause AP sites (32). Other proteins in-
volved in regulation of the eukaryotic BER as PARP-1 and
-2 also show a 5�-dRP lyase although much weaker than the
one of Pol , which is the main processor of 5�-dRP ends
during eukaryotic BER (33,34).
Here we show that BsuLigD, besides its polymerization
and ligase activities has an inherent and novel 5�-dRP lyase
activity. This enables the protein to efficiently perform the
gap-filling, 5�-dRP-release and final sealing on a DNA sub-
strate containing an AP site previously incised by an AP
endonuclease. Altogether the results lead us to surmise that
BsuLigD with a forespore AP endonuclease could consti-




Unlabeled nucleotides were purchased from GE Health-
care. [32P]-Cordycepin (3�-dATP) and [ 32P]-ATP were
obtained from Perkin Elmer Life Sciences. Substrates were
radiolabeled at the 3� end with [32P]-Cordycepin and ter-
minal deoxynucleotidyl transferase (TdT) or at the 5� end
with [ 32P]-ATP and T4 polynucleotide kinase (T4PNK).
TdT, T4PNK, human AP endonuclease I (hAPE1), E. coli
Uracil DNAGlycosylase (UDG) and E. coli EndoIII, were
from New England Biolabs. Thrombin was obtained from
Novagen. BsuLigD was purified as described (19).
Preparation of the DNA substrates
To prepare a blunt DNAwith an internal 2�-deoxyuridine, a
34-mer oligonucleotide containing 2�-deoxyuridine at posi-
tion 16 (oligo 1: 5�-CTGCAGCTGATGCGCUGTACGG
ATCCCCGGGTAC) was either 3�- or 5�-labeled, as indi-
cated, and annealed to its complementary oligonucleotide
(oligo 2: 5�-GTACCCGG GGATCCGTACGGCGCAT
CAGCTGCAG). A gap-filled BER substrate mimicking
the situation prior to 5�-dRP release was prepared by hy-
bridizing a templating oligonucleotide (oligo 3: 5�-CCG
TACTGCGCATCAGCTGATCACAGTGAGTAC) to a
downstream 3�-labeled oligonucleotide (oligo 4: 5�-P-UAG
CTGATGCGCAGTACGG) and either to the upstream
oligonucleotide 5 (5�-GTACTCACTGTGATC) (hybrid A)
or 6 (5�-GTACTCACTGTGATddC) (hybrid B). The 5�-
flapped structures were obtained after hybridization of
the templating oligonucleotide 7 (5�-CTGCAGCTGATGC
GCGTACTCACTGTGATC) to upstream oligonucleotide
8 (5�-GATCACAGTGAGTAC) and either to the 3�-
labeled 34-mer downstream oligonucleotide 9 (5�-GTACC
CGGGGATCCGTACUGCGCATCAGCTGCAG), that
contains 2�-deoxyuridine at position 19 (hybrid C) or
to the 3�-labeled 34-mer downstream oligonucleotide
10 (5�-GTACCCGGGGATCCGTACHGCGCATCAGC
TGCAG), that harbors a THF (H) at position 19 (hybrid
D). Templating oligonucleotide 3 was hybridized to the
downstream 3�-labeled oligonucleotide 11 (5�-CTGUAGC
TGATGCGCAGTACGG) and to the upstream oligonu-
cleotide 5 to obtain another 5�-flapped structure (hybrid
E). The 3�-labeled oligonucleotide 10 was annealed to its
complementary oligonucleotide (oligo 12: 5�-CTGCAGC
TGATGCGCAGTACGGATCCCCGGGTAC) to obtain
a blunt substrate harboring a THF at position 19. To pre-
pare the nicked molecule (hybrid F), a 28-mer templating
oligonucleotide (oligo 13: 5�-ACTGGCCGTCGTTGTAC
TCACTGTGATC) was hybridized to the 5�-labeled 15-mer
downstream oligonucleotide 8 and to a 13-mer upstream
oligonucleotide (oligo 14: 5�-pAACGACGGCCAGT).
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In vitro reconstitution of single-nucleotide BER
Oligonucleotide 1, 3� or 5�-radiolabeled was hybridized to
oligonucleotide 2 to obtain a 34-mer double- strandedDNA
substrate. Reactions (12.5 l) contained 0.53 nM of the hy-
brid, 30 mM Hepes, pH 7.5, 4% glycerol (v/v), 27 nM E.
coli UDG, 5 nM hAPE1, 0.64 mM MnCl2 and the indi-
cated concentration of the corresponding nucleotide. Reac-
tions were initiated by adding 57 nM purified BsuLigD, as
indicated. Samples were incubated at 30◦C for 30 min. Af-
ter incubation freshly prepared NaBH4 was added to a final
concentration of 100 mM, and the reactions were further
incubated for additional 20 min on ice. Stabilized (reduced)
DNA products were ethanol-precipitated in the presence of
0.2 g/ml tRNA, resuspended in water and analyzed by 8
M urea-20% PAGE and autoradiography.
5′-dRP lyase activity on gap-filled BER intermediates
A concentration of 0.96 nM of the indicated hybrid A
(upstream primer DNA with a 3�-dCMP) or B (upstream
primer DNA with a 3�-ddCMP) was treated with 27 nM
E. coli UDG for 15 min at 37◦C in the presence of 30 mM
Hepes, pH 7.5, 4% glycerol. After incubation the mixture
was supplemented with 3.5 nM of EndoIII or 60 nM of the
indicated LigD or 228 nMof theBsuLigDom in the absence
or presence of 0.64 mMMnCl2, as indicated. Samples were
incubated at 30◦C for 30 min and reactions were processed
as described in the single-nucleotide BER assay.
Steady-state kinetic parameters of the dRP lyase reaction
To quantify the kinetic parameters of the 5�-dRP lyase ac-
tivity, 5�-dRP release was measured as a function of 5�-dRP
site concentration, as described in (35,36). Thus, increasing
concentrations (0–2000 nM) of hybrid B (upstream primer
DNA with a 3�-ddCMP) were treated extensively with E.
coliUDG (as described above) to render the 5�-dRP group,
and further incubated with 50 nM BsuLigD. After incuba-
tion for 20 min at 30◦C, reaction products were stabilized
by incubation with 100 mM of freshly prepared NaBH4
for 20 min on ice. Stabilized (reduced) DNA products were
ethanol-precipitated in the presence of 0.2g/ml tRNA, re-
suspended in water and analyzed by 8 M urea-20% PAGE
and autoradiography. The kobs (min−1) was plotted against
the DNA concentration. Michaelis–Menten constant Km
and kcat were obtained by least-squares nonlinear regression
to a rectangular hyperbola using Prism 5 software. The val-
ues plotted are the mean of three independent experiments.
NaBH4 trapping assay
The 3� labeled-1/2 hybrid was treated with 27 nM E. coli
UDG for 15 min at 37◦C in the presence of 30 mM Hepes,
pH 7.5, 4% glycerol. After incubation, the mixture was sup-
plemented with 5 nM hAPE1 and 1 mM MnCl2 and incu-
bated at 37◦C for 30 min. A concentration of 2.6 nM of
the resulting DNA was incubated with 95 nM of purified
BsuLigD and 10 M of CTP during 2.5 min, forming a
Schiff base intermediate which is trapped by the addition of
100mMNaCl or freshly preparedNaBH4.When indicated,
BsuLigD was pre-incubated with 0.05 U of Thrombin in its
reaction buffer for 1 h at 20◦C in a total volume of 15l. Af-
ter incubation for 30 min on ice, samples were analyzed by
10% SDS-PAGE followed by Coomassie blue staining and
autoradiography of the dried gel. When indicated 4.1 nM
of the 3�-labeled hybrid E was used as substrate. The hybrid
was treated with 27 nM E. coli UDG for 15 min at 37◦C in
the presence of 30 mMHepes, pH 7.5, 4% glycerol. 4 nM of
the resulting DNAwas incubated with either 100 nM of pu-
rifiedBsuLigD orPaeLigD or 147 nMof LigDom. Samples
were processed as mentioned above.
AP lyase activity assay on 2′-deoxyuridine or THF contain-
ing substrates
A concentration of 0.53 nM of the 2�-deoxyuridine-
containing hybrids C or D was treated with 27 nM E. coli
UDG for 15 min at 37◦C in the presence of 30 mM Hepes,
pH 7.5, 4% glycerol. After incubation the mixture was sup-
plemented with 3.5 nM of EndoIII, 5 nM hAPE1 or the
indicated increasing concentrations of BsuLigD. Samples
were incubated at 30◦C for 30 min and reactions were pro-
cessed as described in the single-nucleotide BER assay
Cloning and overexpression ofP. aeruginosaLigD (PaeLigD)
The P. aeruginosa gene PA2138 encoding PaeLigD was syn-
thesized by the GenScript Corporation and cloned between
the NdeI and BamHI of bacterial expression vector pET-
16b that allows expression of the recombinant protein fused
to a N-terminal (His)10-tag followed by a thrombin target.
E. coliBL21(DE3) cells were transformedwith the recombi-
nant expression plasmid pET-16PaeLigD and grown in LB
medium at 37◦C in the presence of ampicillin until the A600
reached 0.6. Expression of the His-tagged PaeLigD pro-
tein was induced with 0.5 mM IPTG and further incubation
for 20 h at 15◦C, as described (37). Cells were thawed and
ground with alumina at 4◦C. The slurry was resuspended
in Buffer A (50 mM Tris-HCl, pH 7.5, 0.7 M NaCl, 7 mM
-mercaptoethanol, 5% glycerol) and centrifuged for 5 min
at 6506 x g, at 4◦C to remove alumina and intact cells. The
recombinant PaeLigD protein was soluble under these con-
ditions, since it remained in the supernatant after a new cen-
trifugation for 20 min at 234306 x g, to separate insoluble
proteins from the soluble extract. The soluble extracts were
loaded onto a Ni-NTA column (QIAgen) pre-equilibrated
with Buffer A (0.7 M NaCl, 4 mM imidazole). The bound
protein was eluted with 200 mM imidazole in Buffer A (0.7
M NaCl) and further diluted with Buffer A (1 mM EDTA)
without NaCl to get a final 0.3 M NaCl. The sample was
applied to a phosphocellulose column preequilibrated with
Buffer A (0.3 M NaCl, 1 mM EDTA). The bound protein
was eluted with Buffer A (0.4 M NaCl, 1 mM EDTA). The
purified protein was finally dialyzed against a buffer con-
taining 0.25MNaCl and 50% glycerol and stored at−20◦C.
Overexpression of BsuLigD Ligase domain (LigDom)
The recombinant expression plasmid pET28-BsuLigD (19)
was used as template to introduce a stop codon at po-
sition 320 with the QuikChange site-directed mutage-
nesis kit provided by Stratagene resulting in plasmid
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pET28-LigDom. Cells, previously transformed with plas-
mid pET28-LigDom, were grown overnight in LB medium
at 37◦C in the presence of kanamycin. Cells were diluted
into the same media and incubated at 30◦C until the A600
reached 0.6. Then, IPTG (Sigma) was added to a final con-
centration of 0.5 mM and incubation was continued for 2 h
at 30◦C. Cells were thawed and ground with alumina at 4◦C.
The slurry was resuspended in Buffer A (50 mM Tris-HCl,
pH 7.5, 0.5 M NaCl, 7 mM -mercaptoethanol, 5% glyc-
erol) and centrifuged for 5 min at 6506 x g, at 4◦C to remove
alumina and intact cells. The recombinant LigDomwas sol-
uble under these conditions, since it remained in the super-
natant after a new centrifugation for 20 min at 234306 x g,
to separate insoluble proteins from the soluble extract. The
soluble extracts were diluted with Buffer A without salt to a
final 0.25 MNaCl concentration and further loaded onto a
Ni-NTA column (QIAgen) pre-equilibrated with Buffer A
(0.25 M NaCl, 5 mM imidazole). The bound protein was
eluted with 200 mM imidazole in Buffer A (0.25 M NaCl)
and further dialyzed against Buffer A (0.3 M NaCl, 50%
glycerol, 1 mMEDTA, 0.05% Tween) and stored at−20◦C.
Ligation assay to a 5′-dRP end
3�-labeled hybrid 10/12 was treated with hAPE1 for 30 min
at 37◦C in the presence of 30mMHepes, pH7.5, 4% glycerol
and 1mMMnCl2. The resulting DNA was column purified
and 0.53 nM of the nicked substrate was further treated ei-
ther with BsuLigD or T4 DNA ligase in the presence of 30
mMHepes, pH 7.5, 4%glycerol. Different concentrations of
MnCl2 were assayed, in the absence or presence of 0.1 mM
ATP. Samples were incubated at 30◦ C for 30 min and re-
actions were stopped by adding EDTA up to 10 mM and
analyzed by 8M urea-20% PAGE and autoradiography.
Site-Directed mutagenesis of BsuLigD
BsuLigD mutants K24A, K189A, K206A, K208A and
E184A were made by using the QuickChange site-directed
mutagenesis kit (Agilent Technologies). Plasmid pET28a-
BsuLigD containing the BsuLigD gene was used as tem-
plate for the reaction (19). The presence of themutation and
the absence of additional ones were determined by sequenc-
ing the entire gene. BsuLigD mutants were expressed in E.
coli SoluBL21TM cells (Genlantis) and further purified as
described for the wild-type BsuLigD (19).
Construction of B. subtilis strains expressing the BsuLigD
E184A mutant
BsuLigD gene (ykoU) containing the mutation E184A was
amplified from plasmid pET-BsuLigD-E184A (see above)
with a 5� primer containing an XmaI site and a 3� primer
containing an EcoRV and XbaI sites. The amplified frag-
ment was cloned into the XmaI-XbaI sites of a pUC18 plas-
mid. ykoT gene, placed downstream of ykoU was amplified
from theB. subtilis chromosomewith a 5� primer containing
an XbaI and a SacII restriction sites, and a 3� primer with a
PstI site. This gene was cloned into the above plasmid. The
pUB110 derived neomicin resistant (NeoR) gene neo (38)
was amplified with a 5� primer containing an EcoRV and a
3� primer with a SacI site. The EcoRV-SacII digested neo
gene was cloned between the ykoU (or ykoUE184A) and
ykoT genes in the above pUC18 plasmid. Plasmid-borne
ykoU neo ykoT or ykoUE184A neo ykoT operonwas used to
transform B. subtilis (strain BG214) competent cells, as pre-
viously described (38). NeoR transformants were sequenced
to select those with the chromosomal-encoded neo gene be-
tween wild type (wt) ykoU and ykoT genes (strain BC1000)
or between ykoUE184A and ykoT genes (strain BC1001)
(Supplementary Table S1).GP1502DNAwas used to trans-
form BC1000 strain to render the BC1002 strain. Plasmid-
borne ykoUE184A neo ykoT operon was used to transform
the B. subtilis BC1002 strain (Δnfo) to get strain BC1003
(Supplementary Table S1).
Bacterial strains and spore preparation
All bacterial strains used in this study are derivatives of 168
strains and are listed in Supplementary Table S1. Spores
were obtained by cultivation under vigorous aeration in
double-strength liquid Schaeffer sporulation medium (39),
and spores were purified and stored as described previously
(18,40,41). When appropriate, chloramphenicol (5 g/ml),
kanamycin (10 g/ml), or erythromycin (2 g/ml) was
added to the medium. Spore preparations consisted of sin-
gle spores with no detectable clumps and were free (99%) of
growing cells, germinated spores and cell debris, as seenwith
a phase-contrast microscope (18,40,41). The purified spores
were resuspended in 5 ml of distilled water and stored until
final usage at 4◦C.
Assaying spore resistance to extreme dryness [ultrahigh vac-
uum (UHV)]
Spore samples consisted of air-dried spore monolayers im-
mobilized on 7-mm in diameter stainless steel discs andwere
exposed 7 days toUHV produced by an ion-getter pumping
system (400l/s; Varian SpA, Torino, Italy) reaching a final
pressure of 3× 10−6 Pa (18,41,42). The spores immobilized
on quartz discs were recovered by 10% aqueous polyvinyl
alcohol solution as described previously (18,42). The ap-
propriate dilutions of treated and untreated spore samples
were plated on NB agar plates in order to count CFUs as
a measure of spore survival. The CFUs of untreated spore
samples were represented as 100% survival. The UHV ex-
periment was performed in triplicate. The CFUs of UHV-
treated spores were divided with the average CFU-value of
untreated spore samples in order to obtain the survival af-
ter UHV. The data presented are expressed as average val-
ues with standard deviations. The percentage of survivals of
treated spores was compared statistically using Student’s t-
test and differences with P-values of≤0.05 were considered
statistically significant (18,41,42).
RESULTS
BsuLigD removes 5′-dRP groups
Previous studies showed the ability of the BsuLigD to ac-
commodate to preformed short gaps 1–2 nt long achiev-
ing their efficient filling mediated by specific recognition of
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the 5′-P group at the distal margin of the gap and further
sealing of the resultant nick (19). B. subtilis AP endonucle-
ases have been reported to be required to repair the AP sites
that accumulate during spore dormancy (43–45). This fact
suggests that BER should be active during spore germina-
tion and outgrowth, and consequently the 1-nt gaps result-
ing from the action of the AP endonucleases on the abasic
sites should be filled by a polymerization activity to allow
further sealing of the break. The expression of BsuLigD in
the forespore (16) prompted us to gauge the competence
of the enzyme to resume gap-filling in BER intermediates
where the gap is flanked by a 3′-OH and a 5′-dRP group. To
this end, a double-stranded oligonucleotide with a dUMP
at position 16 of the 32P-5′-labeled strand (see left panel in
top of Figure 1, lane a in Figure 1A) was treated with E.
coli UDG to render an AP site. Further incubation with
hAPE1 released a nicked molecule with a 5′-dRP end (op-
posite to dGMP in the template strand, lane b in Figure
1A). As observed, BsuLigD catalyzed efficient template di-
rected addition of both dCMP (lane e) and CMP (lane f),
extending the 75% and 90% of the primer molecules, re-
spectively, discriminating against ddCMP insertion (lane d;
29% of the primer molecules extended) as here the forma-
tion of the network of direct and water-mediated contacts
between the protein and the ribose O2′ and O3′ is precluded
(46). Intriguingly, besides the expected +1 (16-mer) elonga-
tion product, the enzyme gave rise to a 34-mer product with
CTP (corresponding to the 33% of the primer molecules).
Direct ligation of the 3′-OH and the 5′-dRP ends can be
ruled out as no ligation products were detected in the ab-
sence of nucleotides (lane c), being tempting to speculate
that BsuLigD could remove the 5′-dRP moiety and seal
the resulting 5′-P with the 3′-OH group of the elongated
primer strand. To test this hypothesis the 3′-end of the U-
containing strand was labeled (see right panel in top of Fig-
ure 1, lane a in Figure 1B). The 5′-dRP end that resulted af-
ter treatment withE. coliUDGand hAPE1 remained stable
throughout the assay (Figure 1B, lane b). As shown, once
the gap is filled after insertion of either the deoxy- (lane e)
or the ribonucleotide (lane f), BsuLigD removes 47% and
the 68%, respectively, of the 5′-dRP groups as detected by
the size reduction of the labeled substrate (19-mer 5′-P), in
good agreement with the presence of a dRPase activity in
the enzyme. In addition, filling with CTP allowed final liga-
tion of the nick (49% of the 19-mer 5′-P molecules) to yield
a repaired 35-mer long molecule (the 3′-labeling excludes
that the 35-mer product is the outcome of the complete
replication of the template by BsuLigD), reflecting a strong
propensity of the enzyme for sealing nicks with a monori-
bonucleotide on the 3′ end of the break, a functional signa-
ture of bacterial NHEJ ligases that distinguishes them from
the other polynucleotide ligases (47,48). In this sense, it has
been speculated that bacterial NHEJ ligases could be un-
able to distort the DNA 3′-OH terminus into the RNA-like
A conformation observed in other ATP-dependent DNA
ligases that do not discriminate between DNA and RNA
in the 3′-OH strand (47). Such a distortion would not be
required with a 3′-monoribonucleotide, facilitating produc-
tive ligation by bacterial LigDs (48).
Altogether the results imply that BsuLigD fills the gap
restoring the original (repaired) nucleotide, disclosing a new
activity of the protein, the ability to release the dangling
5′-dRP group to generate a canonical and ligatable nick
with 3′-OH and 5′-P ends, further sealed by the inherent
ligase activity of the enzyme. It is noteworthy that unlike
other polymerases involved in gap-filling and 5′-dRP re-
lease during BER as eukaryotic polymerases  (24),  (25),
 (26) and  (27), BsuLigD is not able to act on the dRP-
moiety directly on this substrate (see lane c in Figure 1B).
The prior filling step requirement would indicate that the
optimal substrate for this activity requires the upstream 3′
end to be placed adjacent to the last phosphodiester bond
of the downstream strand. In agreement with this hypoth-
esis, the negligible 5′-dRP release observed in the presence
of ddCTP (<9%; Figure 1B, lane d) would be due to the
low primer extension activity observed with this nucleotide
(Figure 1A, lane d).
Excision of 5′-dRP groups by BsuLigD proceeds through a
-elimination mechanism
In the above assays the requirement of Mn2+ ions for the
gap-filling step prevented the analysis of the metal depen-
dency of the 5′-dRP release by BsuLigD. Therefore, sim-
ilar experiments were conducted using a DNA hybrid as
substrate mimicking the situation previous to the dRP re-
lease, with the 3′-OH end of the upstream strand adjacent
to the last phosphodiester bond between the penultimate
5′ nucleotide and the terminal 5′-dRP group of the down-
stream strand (see scheme at the top of Figure 2). Under
these conditions, the absence of divalent cations did not im-
pede the release of the 5′-dRP group by BsuLigD (Figure 2,
lane c), pointing to a metal independent dRP lyase activity.
Although unnecessary, the addition ofMn2+ to the reaction
improved the dRPase activity ofBsuLigD (Figure 2, lane d).
Maybe the presence of this metal ion (the preferred cation
for both the polymerization and ligase activities ofBsuLigD
(19)) assists the stable/proper binding of the protein to the
DNA substrate, as described for the 5′-dRP lyase activity
of Pol  (24,36). As shown, further addition of alkali did
not hydrolyze the 34-mer product, supporting the notion
that the repaired DNAwas not the result of a direct ligation
of the upstream strand to the 5′-dRP group (Figure 2, lane
e). Similar results were obtained with a substrate bearing a
ddNMP at the 3′ end of the upstream strand (see Figure 2,
right panel). As expected, in this case no ligation products
were observable. These results indicate that the dRP-release
activity is not the result of an in-line attack of the last phos-
phodiester bond by the 3′-OH group that could mimic the
mode of action of DNA ligases (47).
5′-dRP release by DNA polymerases , , ,  and 
proceeds through -elimination, a mechanism that involves
generation of a Schiff-base intermediate and that allowed
categorizing the activity as a 5′-dRP lyase (24–27,35). To
elucidate whether this was also the case with BsuLigD, we
took advantage of the ability of NaBH4 to reduce a Schiff-
base intermediate to form a covalent protein-DNA com-
plex. Therefore, if the mechanism of catalysis of BsuLigD
involves a Schiff-base intermediate, addition of NaBH4 to
the gap-filling reaction described above should permit trap-
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Figure 1. BsuLigD performs complete repair of a BER substrate. Top: schematic representation of the formation of a BER substrate indicating the lengths
of the original substrate (32P-5�-labeled in left panel or  32P-cordycepin-3� labeled in right panel) and products after incubation with E. coli UDG and
hAPE1. Bottom: autodiagrams illustrating the ability of BsuLigD to repair a BER intermediate. Experiments were performed as described in Materials
and Methods. When indicated reactions were incubated in the presence of 57 nM BsuLigD and either 300 MddCTP, 10 MdCTP or 10 MCTP. After
incubation for 30 min at 30◦C, samples were analyzed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. Position of products is indicated. The figure is a
composite image made from different parts of the same experiment.
ping of a DNA-protein complex that would be detected by
autoradiography after separation by SDS-PAGE. As shown
in Figure 3A, BsuLigD forms a stable adduct with the 3�
labeled 5�-dRP-containing 19-mer strand that was depen-
dent on both, addition of NaBH4 and presence of an AP
site in the DNA (Figure 3B). These results indicate that
the 5�-dRP removal activity of BsuLigD proceeds through
-elimination. Removal of the fused N-terminal His-tag
from BsuLigD after incubation with thrombin gave rise to
DNA-BsuLigD adducts whose faster migration paralleled
the electrophoretical pattern of the purified protein, indi-
cating that the 5�-dRP lyase activity is intrinsic to BsuLigD
(Figure 3A) and ruling out the presence of a contaminant
AP lyase from the expression bacteria E. coli.
The presence of nonenzymatic AP lyase activity has
been described in basic cellular macromolecules such as
polyamines or histones and in other basic molecules includ-
ing tripeptides such as Lys-Trp-Lys and Lys-Tyr-Lys (49),
although cleavage generally occurs at a very low efficiency
(50). To ascertain that the 5�-dRP lyase activity exhibited
by LigD was indeed catalytic the activity was assayed un-
der steady-state conditions as described in (35,36) on the
above DNA hybrid. The apparentKm for this DNA and the
kcat were 2 ± 0.65 M and 0.88 ± 0.17 min−1, respectively
(see Supplementary Figure S1). Therefore, BsuLigD kcat is
5-fold lower than that of Pol  assayed on preincised AP-
DNA (4.5 min−1) (36), but still 3-fold higher than the kcat
of the 5�-dRP lyase activity of Pol  (0.26 min−1) (35). These
results, together with the coupling of the 5�-dRP lyase activ-
ity to polymerization and its improvement in the presence
of Mn2+ ions, lead us to conclude that the 5�-dRP lyase of
BsuLigD is catalytic.
The capacity of BsuLigD to release a 5�-dRP group led
us to evaluate its ability to recognize and incise an internal
AP site, as traditionally 5�-dRP lyases have been considered
a subset of AP lyases (51). To this end, the flapped DNA
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Figure 2. BsuLigD performs non-metal-dependent release of the 5�-dRP
moiety. Top: schematic representation of the substrates used in the as-
say and corresponding to a filled gap with a dangling 5�-dRP group in
the downstream strand and either a 3�-OH (left) or dideoxy (right) ter-
minus. Bottom: autodiagrams showing the release of the 5�-dRP group by
BsuLigD. Reactions were performed as described in Materials and Meth-
ods in the presence of either 3.5 nM EndoIII (lanes b and g) or 57 nM
BsuLigD (lanes c, d, e, h and i). After incubation during 30 min at 30◦C,
samples were analyzed by 8Murea-20%PAGEand autoradiography. Posi-
tion of products is indicated. Alk, alkaline hydrolysis of the 5�-dRPmoiety.
Lanes a and f, original substrate; lanes c and h, reactions performed in the
absence of metal ions; lanes d and i, reactions performed in the presence
of 0.64 mM MnCl2; lane e, reaction carried out in the presence of 0.64
mM MnCl2 and further incubation with alkali. Ctrl lane corresponds to
a control of the initial DNA before starting the reaction. The figure is a
composite image made from different parts of the same experiment.
structure depicted in left panel of Figure 4 and contain-
ing a 2�-deoxyuridine at position 19 of the 35-mer down-
stream oligonucleotide was used as substrate. This DNA
was previously treated with E. coli UDG to get a natu-
ral AP site. Incubation of this substrate with hAPE1 ren-
dered a 16-mer product with a 5�-dRP end (Figure 4, left
panel) as this enzyme is a metal-dependent AP endonucle-
ase that hydrolyzes the phosphodiester bond 5� to the AP
site [(52) and references therein]. Conversely,E. coliEndoIII
incised at the 3� side by its AP lyase activity leaving a prod-
uct that migrates faster due to the presence of a 5�-P [(52)
and references therein]. As shown in Figure 4 (left panel),
in the absence of divalent cations incubation of the AP site-
containing DNA with increasing amounts of BsuLigD ren-
dered a product with the same electrophoretical mobility
to that produced by EndoIII, consistent with a cleavage at
the 3� side to the AP site in a metal-independent manner.
In this sense, the presence of the AP cleavage activity after
incubating the protein overnight with up to 100 mMEDTA
(see Supplementary Figure S2), allows us to rule out metal
traces as responsible for such an activity, in agreement with
the metal independent 5�dRP lyase activity described above.
These results lead us to infer the presence of an intrinsic AP
lyase activity in BsuLigD that exerts its reaction through a
-elimination mechanism. In support of this, replacement
of the AP site with tetrahydrofuran (THF), a stable AP ana-
log resistant to the -elimination reaction (24,28) inhibited
the BsuLigD activity (Figure 4, right panel).
The presence of a 5′-dRP lyase activity is conserved in other
bacterial LigDs
The unforeseen presence of a 5�-dRP lyase activity in
BsuLigD led us to analyze whether this activity is specific to
the B. subtilis protein or, by the contrary if its presence can
be extended to other bacterial LigDs. To this end, we puri-
fied the 94 kDa Pseudomonas aeruginosa LigD (PaeLigD;
see Materials and Methods) since (i) it has been used as
model for bacterial LigDs for years (3,4), (ii) shows a con-
figuration different from BsuLigD because it contains an
additional N-terminal PE domain and (iii) it comes from
a Gram− bacterium. As shown in Figure 5 (left panel),
the purified PaeLigD possesses a non metal-dependent 5�-
dRP lyase activity since it releases the 5�dRP moiety from
the 3�-labeled substrate yielding the 19-mer 5�P product
that is adenylated at some extent by the proportion of the
AMP-PaeLigD complexes coming from the expression bac-
terium, as described (20,48,53). In the presence of Mn2+
ions PaeLigD rendered a repaired 34-mer ligation product.
As shown in Supplementary Figure S3, purified PaeLigD is
cross-linked to theDNAafter reduction withNaBH4. Alto-
gether, the results allow us towiden the presence of a 5�-dRP
lyase activity to other bacterial LigDs.
The 5′-dRP lyase activity of BsuLigD is located at the N-
terminal ligase domain
Previous studies on ATP-dependent DNA ligases from bac-
teriophages T4 andT7 aswell as from the humanmitochon-
dria showed that those enzymes were endowed with an in-
trinsic 5�-dRP lyase activity (54,55). As mentioned above,
BsuLigD is a bimodular enzyme with an N-terminal ATP-
dependent DNA ligase catalytic domain (residues 1–331)
linked to a C-terminal polymerase domain (residues 332–
611). Thus, it was reasonable to speculate that the BsuLigD
5�-dRP lyase activity could reside at the N-terminal portion
of the enzyme. To test this hypothesis, the ligase domain of
BsuLigD (LigDom) was cloned and purified (see Materi-
als and Methods). As shown in Figure 5 (right panel), the
LigDom released the 5�-dRP group from the substrate in a
metal-independent manner, giving rise to a ligation prod-
uct in the presence of Mn2+. As shown in Supplementary
Figure S3, LigDom is also cross-linked to the DNA follow-
ing reduction with NaBH4. These results indicate that the
catalytic site responsible for BsuLigD AP lyase activity is
placed at the LigDom.
In contrast to T4 DNA ligase, BsuLigD is unable to seal
the 3�-OH and 5�-dRP ends to regenerate an internal AP
site (see Supplementary Figure S4, in this case, the sub-
strate harbors a THF to prevent the -elimination). It has
been predicted that once regenerated, T4 DNA ligase could
recognize the internal AP site and exert its AP lyase activ-
ity introducing an incision at the 3� side (54). As a conse-
quence, the resulting 3�-phospho-,-unsaturated aldehyde
end should be processed by additional nucleolytic activities
to regenerate an elongatable 3�-OH group. Therefore, pre-
vention of direct ligation byBsuLigD could represent an ad-
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Figure 3. Formation of BsuLigD-DNA adducts. (A) Dependence of BsuLigD-DNA cross-link on NaBH4. Reactions were performed as described in
Materials and Methods, incubating 95 nM BsuLigD with 2.6 nM of the 3� [32P]3�-dAMP labeled DNA substrate depicted on top of the figure, in the
presence of 10 M CTP, 0.64 mM MnCl2 and either 100 mM NaBH4 or NaCl (as indicated). Left panel: Coomassie blue staining after SDS–PAGE
of purified BsuLigD. Right panel: autoradiography of corresponding protein-DNA adducts after the SDS–PAGE separation shown in left panel. When
indicated, protein was previously incubated with 0.05 U of thrombin at 20◦C for 60 min. (B) Adduct formation is dependent on the presence of an abasic
site. Reactions were performed as in described in (A) but using as substrate 3.6 nM of the 3� [32P]3�-dAMP labeled oligonucleotide without removing the
uracil (absence of AP site) or after treatment with E. coli UDG (presence of AP site), in the presence of either 100 mM NaBH4 or NaCl (as indicated).
Autoradiography of corresponding protein-DNA adduct after the SDS–PAGE separation is shown.
vantage as the enzyme is compelled to accomplish previous
5�-dRP release, precluding the need for additional activities.
The formation of a stable protein–DNA substrate adduct
between BsuLigD and 5�-dRP-containing DNA in the pres-
ence of a reducing agent is consistent with the AP lyase
active site lysine residue forming a Schiff base intermedi-
ate with the open-ring form of the abasic site. Thus, to de-
termine whether the ligase and the lyase activities use the
same active site we have changed into alanine the BsuLigD
residues Lys24 (mutant K24A), Lys189 (mutant K189A),
Lys206 (mutant K206A) and Lys208 (mutant K208A) as
their homologous residues Lys481, Lys618, Lys635 and
Lys637 of Mycobacterium tuberculosis LigD (MtuLigD)
have been shown to form part of the ligation active site (56).
In addition, BsuLigD Glu184, the counterpart of the metal
ligand Glu613 ofMtuLigD, one of the catalytic residues re-
sponsible for the ligation activity (56) was also mutated to
alanine (mutant E184A). As shown in Supplementary Fig-
ure S5, all the mutant derivatives were deficient in the liga-
tion activity, as expected, but retained a 5�-dRP lyase activ-
ity similar to that of the wild-type enzyme. These results led
us to conclude that both activities are not sharing the same
active site.
Spore resistance after UHV treatment depends on BsuLigD
and Nfo
Previous studies showed that deletion of B. subtilis AP en-
donucleases sensitized spores to desiccation in agreement
with the induction of single-stranded nicks (43). In addi-
tion, ultrahigh vacuum (UHV) desiccation also decreased
the survivability of the ligD mutant spores, which was
consistent with the induction also of DSBs in DNA. In or-
der to determine a potential relationship between BsuLigD
and the BER pathway, B. subtilis mutant spores lacking
BsuLigD (ligD), the spore-specific AP endonuclease IV
Nfo (nfo) and ligDnfo were subjected to UHV desic-
cation treatment. As shown in Figure 6, ligD single mu-
tation caused a 4-fold reduction in spore survival. Simi-
larly, deletion of the spore AP endonuclease Nfo caused
a 2-fold increase of the sensitivity of the spores. These re-
sults indicate the involvement of both B. subtilis proteins
in the DNA repair in spores after UHV exposure for 7
days. Interestingly, B. subtilis LigD and Nfo do not ap-
pear to contribute additively to spore resistance after UHV
treatment as ligDnfo rendered spores with a sensitivity
statistically similar to that displayed by the single mutant
ligD, suggesting a functional interaction between both
repair proteins. Similar results were obtained after testing
the effects of the ligase-inactivating BsuLigD E184A mu-
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Figure 4. BsuLigD is endowed with an AP lyase activity. (A) Analysis of the capacity of BsuLigD to incise an internal natural abasic site. The [32P]3�-
labeled 2�-deoxyuridine-containing substrate was treated with 27 nM E. coli UDG (lane c), leaving an intact AP site. The resulting AP-containing DNA
was incubated in the presence of either 5 nM hAPE1 that cleaves 5� to the AP site, 3.5 nMEndoIII that incises 3� to the AP site, or increasing concentrations
of BsuLigD (0, 29, 57 and 114 nM) for 1 h at 30◦C, as described in Materials and Methods. After incubation samples were analyzed by 8 M urea-20%
PAGE and autoradiography. Position of products is indicated. (B) Analysis of the capacity of BsuLigD to incise an internal tetrahydrofuran (H). The
3� [32P]3�-dAMP labeled oligonucleotide containing the lyase-resistant analogue tetrahydrofuran (H) was incubated in the presence of either hAPE1,
EndoIII or increasing concentrations of BsuLigD as described above. Position corresponding to the products 16-mer 5�-dRP and 16-mer 5�-P is indicated.
The figure is a composite image made from different parts of the same experiment.
Figure 5. Left: PaeLigD is endowed with a 5�-dRP lyase activity. The assay was performed as indicated in Materials andMethods in the presence of either
3.5 nM of EndoIII or 60 nM of the indicated LigD in the absence (−) or presence (+) of 0.64 mMMnCl2. After incubation during 30 min at 30◦C samples
were analyzed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. Position of products is indicated. Alk, alkaline hydrolysis of the 5�-dRP moiety. Right: the
5�-dRP lyase activity ofBsuLigD resides in the ligase domain. The assay was performed as in left panel in the presence of 216 nMLigDom. After incubation
during 30 min at 30◦C samples were analyzed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. Position of products is indicated. The figure is a composite
image made from different parts of the same experiment.
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Figure 6. Survival of B. subtilis spores deficient in BsuLigD and/or Nfo
AP endonuclease. The assay was performed as described in Materials and
Methods. The CFUs of UHV-treated spores were divided with the average
CFU-value of untreated spore samples in order to obtain the survival after
UHV. The data presented are expressed as average values ± SD, N = 3.
Asterisks indicate UHV survival values that were significantly different (P-
values ≤ 0.05) from values for wild-type (wt) spores.
tation on the repair efficiency of the UHV induced lesions
(see Supplementary Figure S6). Altogether, the results sup-
port the presence of a spore specific BER pathway to repair
abasic lesions during spore germination, in which BsuLigD
plays a pivotal role.
DISCUSSION
B. subtilis spores are continuously exposed to environmen-
tal conditions that cause the accumulation of potentially
lethal and mutagenic DNA lesions such as the spore pho-
toproduct, strand breaks, cyclobutane pyrimidine dimers,
altered bases and AP sites (57). In addition, AP sites can
be also generated during spore germination and outgrowth
either after removal of a damaged base by a specific glycosy-
lase (58) or after spontaneous breakage of the N-glycosidic
bond under physiological conditions (59). Therefore, the
spore should be provided with the machinery required
to recognize and repair those lesions during germination
and outgrowth to prevent mutagenesis as well as potential
stalling of the replication and transcriptional machineries
that could lead to chromosome breakage (52). In this sense,
B. subtilis gene nfo, which encodes for AP endonuclease IV
(Nfo), is expressed under the control of the G transcrip-
tion factor late in sporulation (43) and the protein is present
in mature spores. In addition, the levels of -galatosidase
from an exoA-lacZ translational fusion showed that expres-
sion of exoA which codes for AP endonuclease ExoA also
takes place during sporulation (43), although in this case
it remains to be determined whether the protein is present
in the dormant spore. The absence of ExoA and/or Nfo in
deletion mutant strains of B. subtilis sensitized the spores
to treatments that damage spore DNA through generation
of AP sites and strand breaks, suggesting that BER should
be active to repair the lesions during spore germination and
outgrowth that have accumulated during spore dormancy
(43–45). The action of these AP endonucleases on AP sites
renders a gap flanked by 3�-OH and a 5�-dRP ends. Accom-
plishment of AP site repair would require a polymerization
step to close the gap, a 5�-dRPase to render a ligatable 5�-P
and a ligase activity to seal the final nick. B. subtilis ykoU
gene codes for BsuLigD and forms part of a regulon under
the control of both, the RNA-polymerase sigma factor G
and the DNA-binding protein SpoVT, and whose expres-
sion is turned on in the forespore (16). We have shown here
thatBsuLigD could potentially participate in BER since the
enzyme (i) efficiently fills a single nucleotide gap on prein-
cised AP-DNA, (ii) removes the 5�-dRP group by an intrin-
sic lyase activity rendering a nick with ligatable 3�-OH and
5�-P ends, (iii) seals the break and (iv) seems to participate
together with the B. subtilis spore AP endonuclease Nfo in
the repair of DNA lesions induced by UHV desiccation.
The ability of BsuLigD to fill the gap prior to dRP-release,
as well as its failure to seal 3�-OH and 5�-dRP ends would
guarantee the repair of the lesion without loss of sequence
information. The absence in our reconstitution assays of ac-
cessory factors indicates that the polymerization, dRP lyase
and ligation functions of BsuLigD could be necessary and
sufficient for ‘short patch’ BER of AP sites during spore
germination and outgrowth together with the B. subtilisAP
endonucleasesNfo and/or ExoA. Therefore, although a pri-
ori the bacterial BsuLigD complex had been exclusively in-
volved in the repair of DSBs through the NHEJ pathway,
the results presented here are suggestive of a potential par-
ticipation of this protein in bacterial BER as well, a hypoth-
esis that could be extended to the rest of bacteria in the light
of the results obtained with the LigD from P. aeruginosa,
and maybe to the recently reported archaeal NHEJ DNA
Lig (60). Altogether, our observations suggest that the role
of the ATP-dependent ligase domain is not restricted to the
final strand closure, paving the way to future works aimed
to decipher the in vivo and in vitro interplay with otherDNA
repair proteins of the BER pathway. Interestingly, recent re-
sults have implied a Ku-independent role of Pseudomonas
putida LigD in stationary-phase mutagenesis that led au-
thors to surmise the involvement of LigD in other DNA
metabolism-related processes that use translesion synthesis
and/or gap-filling on damaged DNA (61). A dual role of
NHEJ protein factors has been also documented in eukary-
otes where polymerases responsible for NHEJ contribute to
a short-patch BER that repairs damage-associated chromo-
some breaks (62). Recently it has been shown how deletion
of the mice Ku70 or Ku80 results in different sensitivities
of cells to genotoxicants that provoke DNA lesions as alky-
lated and oxidized bases and single-strand breaks that are
repaired by the BER pathway (63,64).
We have shown that the active site responsible for the AP
lyase activity resides in the N-terminal ligase domain. The
presence of a 5�-dRP lyase activity was previously described
in the ATP-dependent DNA ligases from bacteriophages
T4 and T7 (54) as well as from the human mitochondria
(55). Evolutionary studies suggest that all ATP-dependent
DNA ligases descend from a common ancestor and show
six conserved sequence motifs (I, III, IIIa, IV, V-VI) that de-
fine a family of related nucleotidyltransferases [reviewed in
(65)]. The occurrence of a 5�-dRP lyase activity in the ATP-
dependent ligase domain of bacterial LigD led us to venture
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the presence of an AP lyase activity as a general feature of
at least the ATP-dependent DNA ligases.
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Table S1. Bacterial strains used in this study 
Strain Gene/mechanism Genotype Source/reference 
168 wt trpC2 Laboratory strain 
BFS184 LigD [NHEJ] + ykoU:erma (1) 
GP1502 Nfo [EndoIV] + Δnfo:catb (2) 
GP1502L LigD Nfo + ykoU:erm Δnfo:catc GP1502 DNA 
transform BFS1845 
BG214 wt trpCE metA5 amyE1 ytsJ1 
rsbV37 xre1 xkdA1 attSPß attICEBs1 
Laboratory strain 
BC1000 wt + neod This work 
BC1001 LigDE184A + ykoUE184A neod This work 
BC1002 Nfo + Δnfo:catb neod This work 
BC1003 LigDE184A Nfo + ykoUE184A neod Δnfo:catb This work 
aResistance to erythromycin (ErmR, 2 µg/ml), bResistant to chloramphenicol (CamR, 5 
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Supplementary Figure S1. Steady-state kinetic analysis of the 5´-dRP lyase activity 
of BsuLigD. The release of dRP from a 3´ labeled 5´-dRP-containing DNA substrate 
was examined as a function of the indicated substrate concentration as described in 
Materials and Methods. Reactions contained 50 nM BsuLigD and were incubated at 
30 ºC for 20 min. Apparent activities were fitted to the Michaelis equation by least-
squares nonlinear regression. The values plotted are the mean of three independent 
experiments. 
  




































Supplementary Figure S2. BsuLigD AP-lyase activity in the presence of EDTA. 0.83 nM of the 
[32P]3′-labeled uracil-containing hybrid E depicted on top of the figure was treated with E. coli 
UDG, leaving an intact AP site (DNA). 57 nM BsuLigD was preincubated with increasing 
concentrations of EDTA (0, 12.5, 25, 50 and 100 mM). After overnight incubation at 4ºC, both 
the EDTA-treated BsuLigD and 57 nM of fresh protein were incubated with the DNA substrate 
during 30 min or 30ºC, as described in Materials and Methods. After incubation samples were 
analyzed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. Position of products is indicated. Alk, 





























Supplementary Figure S3. Formation of protein-DNA adducts. The assay was performed as 
described in Materials and Methods by incubating 4 nM of the [32P]3′-labeled uracil-containing 
oligonucleotide (depicted on top of the figure) pretreated with E. coli UDG to leave an intact AP 
site  and further incubated with the indicated protein (100 nM BsuLigD or PaeLigD, 147 nM 
LigDom) for the indicated times in the presence of 0.64 mM MnCl2. After incubation samples 
were reduced by adding 100 mM NaBH4 and further subjected to SDS–PAGE and 
autoradiography. The mobility of the different protein-DNA adducts is indicated.  
  
 
Supplementary Figure S4. BsuLigD does not seal 3´-OH and 5´-dRP ends. A 3´-end labeled 
(*) oligonucleotide containing a single synthetic AP (THF) site (lane DNA) was treated with 
hAPE1 to insert a nick at the 5´ side of the molecule (lane hAPE1). The assay was performed 
as described in Materials and Methods. Briefly, 0.53 nM of the nicked substrate was incubated 
with either 57 nM BsuLigD or 40 U of T4 DNA ligase with the indicated MnCl2 concentrations 
and in the absence or presence of 0.1 mM ATP. After incubation for 30 min at 30ºC, samples 








Supplementary Figure S5. Analysis of dRP lyase and ligase activity of BsuLigD mutants K24A, 
K189A, K206A, K208A and E184A. (A) Ligase activity. The assay was performed by incubating 
23 nM of the indicated protein with 1.2 nM of the nicked DNA hybrid F (depicted in top of the 
panel) in the presence of 5 µM MnCl2. After incubation for 30 min at 30ºC, samples were 
analyzed by 8 M urea-20% PAGE and autoradiography. (B) dRP lyase activity. The assay was 
performed as described in Materials and Methods. Briefly, 50 nM of the DNA hybrid B was 
preincubated with E. coli UDG as described above, to render a 5´-dRP end (see scheme of the 
substrate on top of the panel). Reactions were initiated by adding 28 nM of the indicated protein 
in the presence of 0.64 mM MnCl2. After incubation for 20 min at 30 ºC, reactions were stopped 






Supplementary Figure S6. Survival of B. subtilis spores expressing the BsuLigD ligase 
deficient mutant E184A and/or Nfo AP endonuclease. The assay was performed as described in 
Materials and Methods. The CFUs of UHV-treated spores were divided with the average CFU-
value of untreated spore samples in order to obtain the survival after UHV. The data presented 
are expressed as average values±SD, N=4. Asterisks indicate UHV survival values that were 
significantly different (P-values ≤ 0.05) from values for wild-type (wt) spores. 
 

